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O objetivo deste trabalho foi estudar a produção da lipase de Burkholderia cepacia 
LTEB1 por fermentação no estado sólido, aliando o aproveitamento de resíduos 
agroindustriais à produção de uma enzima com características especiais para 
utilização em biocatálise. Foram estudados os substratos: farelo de casca de trigo 
com 0 a 5 % (v/m) de óleo de oliva; torta de milho (Corn Products Brasil, Mogiguaçu, 
SP) com 0 a 5 % (v/m) de óleo de milho, e farelo de sementes de girassol sem 
adição de óleo. A atividade enzimática foi determinada pelo método da hidrólise do 
palmitato de p-nitrofenila e confirmada pelo método titulométrico usando tributirina, 
tricaprilina e trioleína. Dentre todos os resíduos estudados, o farelo de semente de 
girassol proporcionou o melhor resultado: 240 U/gss (unidades por grama de 
substrato seco), nas condições de 55 % (m/m, base úmida) de umidade e 29°C, 
após 72 h de fermentação. O sólido fermentado liofilizado produzido a partir do 
resíduo industrial torta de milho (108 U/gss) foi empregado nos estudos da síntese 
do oleato de etila em n-heptano usando-se um delineamento fatorial 23, estudando-
se as variáveis temperatura, quantidade de enzima no meio reacional (U) e razão 
molar (RM, ácido:álcool). O rendimento em éster foi avaliado pelo método de Lowry-
Tinsley. As melhores condições para a produção do éster foram 37°C, RM de 1:5 e a 
máxima quantidade de enzima no meio (60 U), obtendo-se um rendimento de 93,6% 
após 18 h. Apesar do rendimento de síntese do oleato de etila, catalisado pelo sólido 
fermentado farelo de sementes de girassol ter sido menor (76,4% ± 1,1) do que a 
torta de milho, o tempo necessário para atingir o equilíbrio foi reduzido para 8 h. O 
farelo de sementes de girassol foi reutilizado 10 vezes para a reação de síntese do 
oleato de etila sem queda no rendimento e 14 vezes até atingir a metade do 
rendimento obtido inicialmente. Elevando-se a quantidade de sólido fermentado no 
meio reacional foi possível reduzir o tempo de reação para apenas 3 h. A 
comparação do rendimento da reação de síntese com o extrato bruto, preparado por 
extração do sólido fermentado farelo de sementes de girassol com NaCl 3% (m/v), 
precipitado com sulfato de amônio, dialisado e liofilizado, mostrou que o rendimento 
e o tempo de reação para a máxima produção de éster para o extrato bruto (65,5%, 
após 24 h) foram menores do que os obtidos para os sólidos fermentados torta de 
milho e farelo de sementes de girassol. O éster oleato de etila produzido foi 
purificado e em seguida quantificado através de três técnicas: espectrofotométrica 
(Método de Lowry-Tinsley), CLAE e RMN 1H. Os resultados obtidos neste trabalho 
são inéditos e mostram a viabilidade de utilização de sólidos fermentados 









The objective of this study was to produce the lipase of Burkholderia cepacia LTEB1 
by solid-state fermentation, in this manner taking advantage of agricultural residues 
for the production of an enzyme that is useful in biocatalysis. Several substrates were 
studied: wheat bran (WB), supplemented with 0 to 5% (v/m) olive oil, corn bran (CB) 
(Corn Products Brasil, Mogiguaçu, SP), supplemented with 0 to 5% (v/m) corn oil, 
and sunflower seed meal (SSM), without the addition of oil. Enzyme activity of the 
crude extract in aqueous medium was determined by the hydrolysis of p-nitrophenol 
phosphate (pNPP) and confirmed by the titrimetric method using tributyrin, tricaprylin 
and triolein. Of the three substrates, SSM gave the highest yield of activity, 240 units 
per gram of dry matter (gDM), obtained with an initial water content of 55% (w/w, wet 
basis), after 72 h at 29°C. Lyophilized fermented substrate produced from corn bran 
(CB), with a pNPP hydrolyzing activity of 108 U/gDM, was used in studies of the 
synthesis of ethyl oleate in n-heptane. A 23 factorial experiment was undertaken, with 
the variables being the temperature (T) quantity of enzyme added to the reaction 
medium (U) and the molar ratio of acid to alcohol (MR). The ester yield was 
determined through the disappearance of oleic acid, using the method of Lowry-
Tinsley. The best conditions for ester synthesis were 37°C, a molar ratio of 1:5 and 
the highest quantity of enzyme tested (60 U). Under these conditions the ester yield 
was 93.6% after 18 h. The  synthesis of the ester was further studied using SSM  
under the same conditions as used for CB. The ester yield was lower than that 
obtained with CB under the same conditions (76.4%), but the time taken to reach 
equilibrium was reduced to 8 h. With an increase in the amount of SSM fermented 
solid added to the reaction medium it was possible to reduce the reaction time to as 
little as 3 h. The same batch of SSM was reutilized 10 times for the synthesis of ethyl 
oleate without any loss of yield. After the 14th reuse the yield was 50%. For the 
purpose of comparison, a crude lipolytic extract was prepared by extracting SSM with 
3% (w/v) NaCl. This extract was precipitated with ammonium sulphate, the precipitate 
then being re-suspended, dialyzed and lyophilized. The maximum ester yield (65.5%) 
and time taken to obtain this maximum (24 h) were worse for this crude extract than 
for direct addition of either SSM or CB fermented solids. The ethyl oleate produced 
during the reactions was purified and quantified by three separate techniques, a 
spectrophotometric technique (the method of Lowry-Tinsley), HPLC and 1H-NMR. 
This thesis represents the first report of the biocatalytic synthesis of esters in organic 





A tecnologia enzimática e a biocatálise são ferramentas promissoras para 
síntese de compostos de alto valor agregado. Dentre as principais enzimas 
utilizadas em biocatálise destacam-se as lipases, pois apresentam capacidade de 
catalisar reações tanto em meio aquoso como em meio orgânico, onde o teor de 
água é restrito. Além disso, o elevado potencial de aplicação das lipases é justificado 
pela sua capacidade de utilização de uma ampla gama de substratos, sua 
estabilidade frente à temperatura, pH e solventes orgânicos e sua quimio-regio e 
enantiosseletividade (Hasan et al., 2006, Krieger et al., 2004). 
Dentre as possíveis aplicações de lipases em ambientes aquo-restritos, 
muito já se publicou sobre as mais variadas fontes da enzima, meios reacionais, tipo 
e pureza do preparado enzimático, entre outros temas, em processos que variam 
desde a simples esterificação até reações de resolução de misturas racêmicas para 
produção de compostos enantiomericamente puros.  Entretanto, em muitos casos os 
custos dos processos enzimáticos em relação aos processos químicos ainda são 
elevados, devido aos altos custos de produção e recuperação do biocatalisador do 
meio de fermentação. Uma das maneiras de reduzir custos dos processos 
biocatalíticos é pela utilização de enzimas imobilizadas, devido à possibilidade de 
sua recuperação e reutilização após o processo. Entretanto, esta abordagem pode 
se tornar cara, pois requer na maioria das vezes a concentração do meio de cultura 
(quando não a purificação da enzima) e sua posterior imobilização.   
Neste contexto, a fermentação em estado sólido (FES) aparece como uma 
tecnologia promissora para produção de enzimas, pois além de usar substratos de 
baixo custo como resíduos agroindustriais, o biocatalisador pode ser produzido em 
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sua forma mais concentrada, o que pode facilitar a sua recuperação do meio de 
fermentação, quando for o caso. Em sistemas de FES o microrganismo cresce em 
partículas de um substrato orgânico sólido, com um mínimo de água livre nos 
espaços entre as partículas de substrato. Assim, o substrato fermentado pode atuar 
como suporte para a enzima, sem a necessidade de uma etapa de extração prévia e 
imobilização do biocatalisador. Se, juntamente com o processo de FES 
desenvolverem-se aplicações que possam gerar produtos de alto valor agregado 
como ésteres, e que dispensem a extração da enzima do sólido fermentado, então 
as possibilidades de redução de custos podem aumentar, viabilizando a aplicação 
do processo em escala industrial. 
Dentro deste contexto, este trabalho pretendeu contribuir para o 
conhecimento dos processos fermentativos usando materiais sólidos, estudando a 
produção de lipases por Burkholderia cepacia LTEB1 em FES, utilizando substratos 
baratos e resíduos agroindustriais, e sua aplicação em reações de síntese de 
ésteres com possíveis aplicações industriais. Desta maneira, pretendeu-se aliar a 
produção de uma enzima com características desejáveis (estabilidade em solventes 
e termoestabilidade), a partir de substratos de baixo custo, à sua utilização em 
biocatálise. 
O aspecto conjunto de produção de enzimas por FES com aproveitamento 
de resíduos e a geração de produtos de alto valor agregado, justificam plenamente 
este trabalho, considerando o aumento dos volumes de resíduos agroindustriais 
gerados nas indústrias, associado à crescente preocupação com os impactos 
ambientais destes e uma legislação ambiental cada vez mais rígida. 
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2. REVISÃO BIBLIOGRÁFICA 
 
2.1. LIPASES-ASPECTOS GERAIS 
 
2.1.1. Definição  
 
As lipases (triacilglicerol éster hidrolase, E.C. 3.1.1.3) são enzimas 
hidrolíticas que "in vivo" catalisam a hidrólise de triacilgliceróis de cadeia longa 
(acima de 10 átomos de carbono), sendo a trioleína o seu substrato padrão, aos 
ácidos graxos correspondentes e glicerol (Figura 1), constituíndo uma classe 
especial de carboxil éster hidrolases (Diaz et al., 2006; Jaeger e Eggert, 2002). 
"In vitro", as lipases também atuam como catalisadores em diversas 
reações, com alta especificidade, estabilidade e condições reacionais brandas, 
incluindo as reações de esterificação, transesterificação, lactonização, acilação 
regioseletiva e aminólise, quando a quantidade de água do sistema em que estão 
presentes é suficientemente baixa a ponto de deslocar o equilíbrio termodinâmico no 
sentido da síntese (Foresti e Ferreira 2006; Ghanem e Aboul-Enein, 2004; Rassy et 
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Em 1958, Sarda e Desnuelle propuseram definir lipases a partir de suas 
características cinéticas, utilizando como critério a propriedade de ativação na 
presença de substratos insolúveis em água e emulsionados, ou seja, na presença de 
uma interface lipídeo/água. Segundo estes autores, as lipases seriam ativadas na 
presença de ésteres emulsionados. Este fenômeno, chamado de ativação interfacial, 
foi explicado quando foram determinadas as estruturas tridimensionais de algumas 
lipases como a de Rhizomucor miehei (Brady et al., 1990), Geotrichum candidum 
(Shrag et al., 1991) e a lipase pancreática humana (Winkler et al., 1979), quando 
verificou-se, em algumas lipases, a existência de uma tampa hidrofóbica (lid) 
cobrindo o sítio ativo da enzima. De acordo com Aloulou et al. (2006), a tampa 
hidrofóbica, que se move apenas quando encontra uma outra molécula hidrofóbica 
na interface, como um lipídeo, sofre uma mudança conformacional, expondo o seu 
sítio ativo e permitindo a catálise da reação. Do ponto de vista estrutural, existem 
evidências que sugerem que a lid pode propiciar a atividade catalítica e determina 
seletividade de algumas lipases (Secundo et al., 2006). As lipases de Candida 
antarctica (Uppenberg et al., 1994), Geotrichum candidum (Schrag et al., 1991), 
Thermomyces (Humicola) lanuginosa  e R. miehei (Cajal et al., 2000 a,b; Ollis et al., 
1992, Brady et al., 1990) são exemplos de lipases que apresentam a tampa em suas 
estruturas e sofrem ativação interfacial. Entretanto, em outros casos, a existência da 
lid não implica necessariamente em ativação interfacial. Este é o caso das lipases de 
P. aeruginosa, Burkholderia glumae e C. antarctica B (Jaeger e Reetz, 1998 a, 
Jaeger et al., 1994), que possuem a lid mas não sofrem ativação interfacial. Por 
outro lado, as cutinases, que são as menores lipases de estrutura conhecida (19 
kDa), não apresentam a tampa catalítica e não precisam da interface para exercer 
sua atividade hidrolítica (Cygler e Schrag, 1997; Yao e Koller, 1994). Portanto, nem 
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o critério de ativação interfacial, nem o da existência da tampa são suficientes para a 
caracterização de uma lipase.  
As lipases têm sido definidas, nos trabalhos mais recentes, como 
carboxilesterases, que hidrolisam acilgliceróis com ácidos graxos de cadeia longa, 
ou seja, com cadeia acila com mais de dez átomos de carbono, enquanto que as 
enzimas que hidrolisam acilgliceróis compostos de ácidos graxos de cadeia curta 
(menos de dez átomos de carbono) são reconhecidas como as esterases-carboxil 
éster hidrolases, E.C. 3.1.1.3 (Castro-Ochoa et al., 2005; Bornscheuer, 2002; Nini et 
al., 2001; Sharma et al., 2001; Jaeger et al., 1999).  
 
2.1.2. Aspectos Estruturais e Mecanismo Catalítico das Lipases 
 
Os estudos de raio-X mostraram que a estrutura tridimensional das lipases 
de eucariotos e procariotos apresenta um padrão conformacional comum, 
denominado de conformação α/β hidrolase, composto de uma seqüência de α-
hélices e folhas β-pregueadas (Bornscheuer, 2002; Schrag e Cygler, 1997). 
O sítio catalítico das lipases (Figura 2) é composto por uma tríade catalítica 
(G-X1-S-X2-G, onde G= glicina; S= Serina; X1= histidina e X2= ácido glutâmico ou 
aspártico), semelhante à observada primeiramente em serina-proteases. O 
nucleófilo catalítico (serina) é responsável pela catálise e está unido por ligações de 
hidrogênio a um resíduo de histidina; o resíduo carboxilado ligado ao mesmo resíduo 
de histidina poderá ser um aspartato ou glutamato (Eggert et al., 2001; Jaeger e 

















Figura 2. Estrutura de uma lipase de Rhizomucor Mihei (Fonte: Protein data Bank).  
 
O mecanismo catalítico de reações de hidrólise ou síntese de ésteres é 
semelhante para as lipases e proteases, devido à semelhança estrutural entre o sítio 
ativo destas enzimas (presença da tríade catalítica Ser-His-Asp/Glu). O mecanismo 
é composto por quatro etapas e segue o modelo proposto para a quimotripsina, uma 








































































Figura 3. Mecanismo catalítico de lipases (Fonte: Jaeger et al., 1994). 
 
Inicialmente, a histidina da tampa hidrofóbica aumenta a nucleofilicidade do 
grupo hidroxila da serina do sítio catalítico. Ocorre, então, um ataque nucleofílico do 
oxigênio da hidroxila serínica ao carbono carbonílico da ligação éster da cadeia do 
substrato, formando um intermediário tetraédrico, que é estabilizado pelos resíduos 
catalíticos de His e Asp. Uma molécula de álcool é liberada, formando um complexo 
acil-enzima. Em um segundo ataque nucleofílico por um íon hidroxila da água, o 




2.1.3. Fontes de lipases 
 
Aproximadamente cem anos atrás, o microbiologista C. Eijkmann reportou 
que diferentes cepas bacterianas poderiam produzir e secretar lipases (Jaeger e 
Eggert, 2002). Então, a partir de 1906, iniciaram-se os estudos sobre produção de 
lipases utilizando-se diversos microrganismos como bactérias, fungos e leveduras 
(Hasan et al., 2006). Hoje se conhece um grande número de microrganismos 
produtores de lipases (Tabela 1). Entretanto, este número de microrganismos 
conhecidos atinge apenas um percentual muito baixo da biodiversidade estimada 
dos microrganismos que potencialmente podem ser produtores de enzimas em geral 
e que ainda não foram caracterizados: cerca de  0,2 a 0,6% para bactérias e de 5% 
para fungos. Esta grande abundância de microrganismos existentes na natureza 
torna importante o screening e o isolamento de novas cepas produtoras de enzimas 
com características desejáveis em biocatálise (Wubbolts et al, 2000). 
As lipases diferem grandemente com respeito à origem (bacteriana, fúngica, 
vegetal, animal) e propriedades cinéticas. Do ponto de vista econômico e industrial, 
as lipases obtidas de microrganismos (bactérias, leveduras e fungos) são as mais 
utilizadas, devido a sua relativa facilidade de produção e abundância de 
microrganismos capazes de sintetizá-las. Os fungos são especialmente valorizados 
porque as enzimas por eles produzidas normalmente são extracelulares, o que 
facilita a sua recuperação do meio de fermentação e também porque a maioria dos 
fungos não é nociva à saúde humana, sendo reconhecidos como GRAS (Generally 
Regarded as Save, Jaeger et al., 1994). Fungos de diversos gêneros demonstraram 
ser bons produtores de lipases e as suas enzimas têm sido estudadas sob o ponto 
de vista acadêmico e industrial. Por exemplo, lipases de Aspergillus niger, A. oryzae, 
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Mucor javanicus, Rhizopus niveus, R. oryzae, Penicillium camembertii, P. roqueforti 
e da levedura Candida rugosa são comercializadas atualmente pela Amano (Amano 
Europe Enzyme Ltd., UK) para processamento de óleos, gorduras e queijos, para a 
determinação de triglicerídeos, como aditivos em preparações digestivas e para 
síntese quiral (http://www.amano-enzyme.co.jp/). Em trabalhos recentes, nosso 
grupo isolou uma cepa de P. aurantiogriseum (Lima et al., 2004), otimizou as 
condições de fermentação e caracterizou cineticamente a lipase produzida. Uma das 
vantagens demonstradas foi a produção da enzima em um meio contendo fonte de 
nitrogênio de baixo custo e a alta atividade específica (290 U/mg).  
Dentre as bactérias produtoras de lipases comercialmente estão disponíveis 
as enzimas de Pseudomonas sp., P. fluorescens, Bulkholderia (P.) cepacia para a 
aplicação em síntese quiral e as lipases de Burkholderia sp e Arthrobacter sp. são 
utilizadas na determinação diagnóstica de triacilgliceróis (http://www.amano-
enzyme.co.jp/). O rápido crescimento celular, em relação aos fungos é uma das 
vantagens citadas das fontes bacterianas como produtoras destas enzimas (Jaeger 
et al., 1999).  
Apesar de pouco exploradas em escala industrial, várias lipases produzidas 
por vegetais foram purificadas e estudadas quanto às suas características 
bioquímicas e quanto a potenciais aplicações na biotransformação de lipídeos. 
Dentre as enzimas lipolíticas vegetais estudadas estão as triacilglicerol lipases, as 
acil-hidrolases não específicas como as fosfolipases A1, A2 e B, as glicolipases, as 
sulfolipases e monoacilglicerol lipases, além das fosfolipases C e D (Mukherjee, 
1994). Entre as espécies estudadas estão Ricinus communis, Vernonia, Pinus, 
Brassica napus, Cuphea racemosa (Hellyer et al., 1999), Euphorbia characias e E. 
wulfenii (Palocci et al, 2003).  
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As lipases humanas incluem as gástrica, pancreática, a estimulada por sais 
biliares – que ajudam na digestão e assimilação de lipídeos da dieta - e as lipases 
hepática, a lipoproteína lipase e a lipase endotelial – que atuam no metabolismo de 
lipoproteínas. Estas enzimas têm sido largamente estudadas devido às implicações 
que sua estimulação ou inibição têm sobre a saúde humana, notadamente sobre 
problemas associados com a obesidade (Miled et al., 2000). 
 A inativação da atividade lipolítica para controlar a infecção de 
microrganismos, a inibição da lipase digestiva para controle da obesidade, a 
estimulação da lipase metabólica para diminuir a lipidemia ou o uso de lipase 
pancreática suplementar para controle da fibrose cística são exemplos de como a 
modulação destas enzimas têm interesse médico (Mukherjee, 2003). Dentre outras 
lipases animais estudadas estão a gástrica (Roussel et al., 2002, Vaganay et al., 
1998) e a pancreática canina (Steiner e Williams, 2002); as lipases ácidas 
lisossomais humana e de rato (Groener et al., 2000); a fosfolipase pancreática de 
peru (Ben Salah et al., 2003) e as pancreáticas de esquilo (Spermophilus 
tridecemlineatus) (Squire et al., 2003), gato (Felis catus) (Steiner et al., 2003) e 










Tabela 1. Principais microrganismos produtores de lipases. 
Microrganismo Referência 
FUNGOS  
Aspergillus sp  
A. carneus Saxena et al., 2003. 
A. niger Mahadik, et al., 2002; Van Heerden et al., 2002; 
Namboodiri et al., 2000; Kamini e Puvanakrishnan, 
1998; Pokorny et al., 1997; Hatzinikolaou et al., 
1996; Höfelmann et al., 1985. 
4A. repens Kaminishi et al., 1999. 
A. oryzae Toida et al., 1998; Toida et al., 1995. 
A. nidullans Mayordomo et al., 2000. 
A. terreus Gulati et al., 1999;Yadav et al., 1998. 
Fusarium  sp  
F. solani Maia et al., 1999. 
Fusarium sp YM-30 Mase et al., 1995. 
F. oxysporum F sp vasinfectum Rapp , 1995. 
F. heterosporum Nagao et al., 1998. 
F. heterosporum Shimada et al., 1993. 
F. oxysporum Hoshino et al., 1992. 
Geotrichum sp  
G. candidum Gopinath et al., 2003; Catoni et al., 1997; Sugihara 
et al., 1990. 
Geotrichum sp Macedo et al., 1997. 
Galactomyces geotrichum Phillips et al., 1991. 
Mucor sp  
M. hiemalis f. hiemalis Hiol et al., 1999. 
Mucor sp Abbas et al., 2002. 
M. hiemalis Akhtar et al., 1980. 
M. javanicus Saiki et al., 1969. 
Rhizomucor miehei Uvarani et al., 1998. 
Neurospora sp  
Neurospora sp. TT-241 Lin et al., 1996. 
N. crassa Kundu et al., 1987. 
Penicillium sp.  
P. abeanum Sugihara et al., 1996. 
P. aurantiogriseum Lima et al., 2004. 
P. candidum Ruiz et al., 2001. 
P. caseicolum Alhir et al., 1990. 
P. chrysogenum Ferrer et al., 2000. 
P. citrinum Krieger et al., 1995; Malizewska e Mastalerz, 1992. 
P. coryophilum Baron et al., 2005. 
P. cyclopium Chahinian et al., 2000; Ibrik et al., 1998; Druet et 
al., 1992; Isobe et al., 1988. 
P. caseicolum Alhir et al., 1990. 
P. chrysogenum Ferrer et al., 2000. 
P. citrinum Krieger et al., 1995; Malizewska e Mastalerz, 1992. 
P. coryophilum Baron et al., 2005. 
P. cyclopium Chahinian et al., 2000; Ibrik et al., 1998; Druet et 
al., 1992; Isobe et al., 1988. 
P. expansum Stoecklein et al., 1993. 
P. restrictum Castilho et al., 2000; Gama et al., 2000; Gombert 
et al., 1999; Freire, 1997. 
P. roqueforti IAM 7268 Mase et al., 1995. 
P. simplicissimum Sztajer et al., 1992. 
P. wortmanii Costa et al ., 1999. 
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Tabela 1. Principais microrganismos produtores de lipases (Continuação). 
Microrganismo Referência 
FUNGOS  
Rhizopus sp  
R. chinensis Yasuda et al., 1999. 
R. delemar Haas et al., 1992. 
P. expansum Toida et al., 1998. 
R. homothallicus Rodriguez et al., 2006; Diaz et al., 2006. 
R. microsporus UZLT-4B Dierov et al., 1993. 
R. niveus Kermasha et al., 1998. 
R. oligosporous Dalsenter et al., 2005; Ul-Haq et al., 2002. 
R. oryzae Ghamgui et al., 2004; Hiol et al., 2000; Razak et al., 
1999; Takahashi et al., 1999; Beer et al., 1998; 
Essamri et al., 1998; Minning et al., 1998; Bensalah 
et al., 1994; Salleh et al., 1993. 
Rhizopus sp. L-1 Lusta et al., 1999. 
LEVEDURAS  
Cryptococcus sp  
Cryptococcus sp S-2 Kamini et al., 2000. 
Ophiostoma sp  
O. piliferum Brush et al., 1999. 
O. piceae Gao e Breuil, 1998. 
Humicola sp.  
H. lanuginosa n.3 Omar et al., 1987. 
H. lanuginosa S-38 Liu et al., 1972. 
Streptomyces sp.  
S. rimosus Abramic´et al., 1999. 
Pichia  sp.  
P. burtonii Sugihara et al., 1995. 
Yarrowia  sp.  
Y. lipolytica Corzo e Revah, 1999; Destain et al., 1997. 
Candida  sp.  
C. antarctica Shimada et al., 2002. 
C. rugosa LIP4 Lee et al., 2002; Benjamin et al., 2001; Pernas et al., 
2000. 
C. cylindracea Rua et al., 1993; Tomizuka et al., 1966. 
C. rugosa B Lopez et al., 2000. 
Candida sp Qing-Xun e Dong-Zhi, 2002. 
Kluyveromyces sp.  
K. marxianus Deive et al., 2003. 
Kurtzmanomyces sp.  
Kurtzmanomyces sp I-11 Kakugawa et al., 2002. 
BACTÉRIAS  
Bacillus sp.  
Bacillus GK8 Dosanjh e Kaur, 2002. 
B. alcalophilus Ghanem et al., 2000. 
B. circulans (esterase) Kademi et al., 2000. 
B. licheniformis Nthangeni et al., 2001. 
B. megaterium Lima et al., 2004; Ruiz et al., 2002. 
B.stearothermophilus P1 (recombinante) Sinchaikul et al., 2001. 
B. stearothermophilus Kambourova et al., 2003; Kim et al., 2000. 
B. subtilis Maqbool et al., 2002; Lessuise et al., 1993. 
B. thermoleovorans Castro-Ochoa et al., 2005; Lee et al., 2001; Cho et 
al., 2000. 
B. thermocatenulatus Quyen et al., 2003; Rúa et al., 1997; Schmidt-
Dannert et al., 1994. 
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Tabela 1. Principais microrganismos produtores de lipases (Continuação). 
Microrganismo Referência 
BACTÉRIAS  
Bacillus sp.  
Bacillus sp.  Ruiz et al., 2003; Sharma et al., 2002; Imamura e 
Kitaura, 2000; Dharmsthiti et al., 1999; Sugihara et al., 
1991. 
Burkholderia sp.  
B. cepacia Fernandes et al., 2006. 
B. Glumae El Khattbi et al., 2000. 
Burkholderia sp. Yeo et al., 1998.  
Pseudomonas sp.  
P. aeruginosa LST-03 Ogino et al., 2004; Ogino et al., 2000. 
P. cepacia Pencreac’h et al., 1997; Sugihara et al., 1992. 
P. fluorescens Kojima et al., 2003; Makhzoum et al., 1996;Sugiura  et 
al., 1977. 
P. fragi Schuepp et al., 1997; Nishio et al., 1987; Lu e Liska, 
1969. 
P. luteola Litthauer et al., 2002. 
P. mendocina PK-12CS Jinwal et al., 2003. 
P. pseudomallei Kanwar e Goswami, 2002. 
Pseudomonas sp. Suzuki et al., 2003; Sakiyama et al., 2001; Rathi et al., 
2000; Yamamoto et al., 1988. 
Chromobacterium sp.  
C. viscosum var. paralipolyticum Sugiura et al., 1974. 
C. viscosum Sugiura e Isobe, 1974; Yamaguchi et al., 1973. 
Propionibacterium sp.  
P. acidi-propionici Sarada e Joseph, 1992. 
P. acnes Ingham et al., 1981. 
P. freudenreichii subsp. Freudenreichii ITG 4 Kakariari et al., 2000; Dupuis et al., 1993. 
Streptococcus sp.  
Streptococcus sp. N1 (rec) Tripathi et al., 2004. 
S. faecalis Chander et al., 1979. 
Staphylococcus sp.  
S. aureus Jung et al., 2002; Simons et al., 1996; Rollof et al., 
1987; Muraoka et al., 1982. 
S. epidermidis Simons et al., 1998. 
S. haemolyticus Oh et al., 1999. 
S. simulans Sayari et al., 2001. 
S. warneri van Kampen et al., 2001; Talon et al., 1995. 
Staphylococcus sp. Lee et al., 2001. 
Serratia sp.  
S. marcecens Abdou, 2003; Kim et al., 1996; Li et al., 1995; Matsuma 












2.1.4. Características Cinéticas e Físico-químicas das Lipases Bacterianas 
 
As lipases microbianas de modo geral apresentam atividade máxima em pH 
entre 6 e 8. Na Tabela 2 estão citadas as propriedades cinéticas de lipases de 24 
cepas do gênero Pseudomonas (por sua similaridade com cepas de B. cepacia), 
onde verifica-se que apresentam atividade máxima numa faixa de pH entre 6,0 e 9,0. 
A temperatura para a atividade máxima varia grandemente entre as lipases 
microbianas. As lipases bacterianas freqüentemente apresentam atividade em 
temperaturas elevadas (entre 40 e 70 oC), sendo inclusive encontrados exemplos 
com atividade acima de 70 oC, como as de B. thermoleovorans (Cho et al., 2000), 
Bacillus sp. H-27 (Imamura e Kitaura, 2000), B. stearothermophilus (Kambourova et 
al., 2003), B. thermocatenulatus (Quyen et al., 2003) e Kurtzmanomyces sp. I-11 
(Kakugawa et al., 2002), com atividade a 75 oC; e P. calidifontis VA1 (Hotta et al., 
2002) e A. fulgidus (Manco et al., 2000), com atividade a 90 e 80 oC, 
respectivamente. 
Com relação à estabilidade ao pH, os protocolos experimentais variam com 
relação aos tempos e condições de incubação adotadas. Entretanto, algumas 
conclusões gerais podem ser observadas. Nas lipases bacterianas observa-se uma 
tendência de maior estabilidade em valores alcalinos de pH; verifica-se com 
freqüência estabilidade em faixas de pH desde fortemente ácido (pH 2) a fortemente 
alcalino (pH 12). São exemplos de lipases bacterianas estáveis em ampla faixa de 
pH as produzidas por B. megaterium (Ruiz et al., 2002) e Bacillus sp BP-6Lip A (Ruiz 
et al., 2003), estáveis entre pH 4 e 12; por P. cepacia (Sugihara et al., 1992), estável 
entre pH 3 e 11,5 e por S. epidermidis (Simons et al., 1998) estável entre pH 2 e 10. 
A termoestabilidade é uma das características requeridas de enzimas com 
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potencial para aplicação industrial como as lipases, uma vez que muitos processos 
usam temperaturas em torno de 50 oC. Lipases microbianas têm sido estudadas com 
relação à termoestabilidade; entretanto, não há padronização nas metodologias, 
tornando difícil a comparação e o estabelecimento de regras gerais. O que se 
observa é que a estabilidade destas enzimas varia entre os gêneros, as espécies e 
até entre isoformas produzidas por uma mesma cepa. Há vários exemplos de 
lipases bacterianas estáveis em temperaturas acima de 70 oC, como as lipases de B. 
circulans (Kademi et al., 2000), P. cepacia (Sugihara et al., 1992), S. solfataricus 
(Morana et al., 2002), A. fulgidus (Manco et al., 2000), C. rugosa LIP4 (Lee et al., 
2002).  
De maneira geral, a massa molar de lipases microbianas varia entre 19 e 65 
KDa, sendo que as cutinases (Cygler e Schrag, 1997; Yao e Koller, 1994) e as 
lipases de B. pumilus (Eggert et al., 2002; Möller et al., 1991) e de B. licheniformis 
(Nthangeni et al.,2001) são as menores lipases (19 kDa) de estrutura conhecida. 
Como lipases fúngicas são geralmente proteínas glicosiladas, alguns autores 
sugerem que a alta massa molar seja decorrente da porção carboidrato ligada à 
enzima (Deive et al., 2003). Há apenas um exemplo de lipase bacteriana com 
pequena massa molar que é a lipase de P. acidi-propionici de 8 kDa (Sarada et al., 
1992). Constituem exceções de alta massa molar as lipases bacterianas de 
Lactobacillus plantarum de 75 kDa (Andersen e Ostdal, 1995), S. simulans de 120 
kDa (Sayari et al, 2001) e S. haemolyticus de 180 kDa (Oh et al., 1999).  
O ponto isoelétrico (pI) comumente determinado para lipases fúngicas e de 
leveduras está entre 4 e 6, com algumas exceções com valores entre 7 e 9. 
Entretanto, para lipases bacterianas, têm sido verificados valores bastante diversos, 
variando entre 4 e 10 (Lima, 2004). 
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A espécie bacteriana de Pseudomonas cepacia recentemente renomeada de 
Burkholderia cepacia (Reetz e Jaeger, 1998) é uma bactéria gram-negativa 
produtora de lipases com características de alta estabilidade e atividade. As lipases 
produzidas por cepas de B. cepacia (P. cepacia) possuem uma grande estabilidade 
em solventes orgânicos e alto grau de enantiosseletividade, como conseqüência, 
têm sido utilizadas na resolução quiral de racematos, produzindo enantiômeros 
puros (Jaeger et al., 1997). Por exemplo, Rathi et al. (2000) reportaram o isolamento 
de uma cepa B. cepacia (formalmente Pseudomonas sp.) com atividade em faixa de 
temperatura de 25-100 0C e pH ótimo para atividade de 11. Esta enzima apresentou 
um fenômeno de ativação térmica e possui alta especificidade em relação ao óleo de 
mostarda.  
Além disso, as lipases de P. cepacia estão sendo comercializadas pela 
Amano (Amano Europe Enzyme Ltd., UK) e têm sido utilizadas como aditivos em 
detergentes e em reações sintéticas em química orgânica, principalmente na síntese 
de compostos quirais a partir de misturas racêmicas (Reetz e Jaeger, 1998;  Coffen, 
1997).  
A lipase de B. cepacia LTEB1 utilizada neste trabalho, apresenta massa 
molar de aproximadamente 33 kDa  e boa estabilidade frente ao pH (3 a 10) e à 
temperatura (20 a 55 ºC) (Lima et al., 2004 a,c). Além disso, os estudos de Lima 
(2003) mostraram que a atividade volumétrica (33 U/mL) da lipase frente ao pNPP 
(palmitato de p-nitrofenila) é alta quando comparada com a produzida por 
microrganismos selvagens e também isolados no Laboratório de Tecnologia 
Enzimática e Biocatálise (LTEB), tais como o Penicillium aurantiogriseum com        
13 U/mL em 72 h (Lima et al., 2004 b) e Penicillium corylophilum com 7 U/mL em 
120 h (Baron et al., 2005).  
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A lipase de B cepacia LTEB1 também apresenta uma excelente estabilidade 
em solventes orgânicos. Quando incubada por 1 h em diferentes solventes 
hidrofílicos (etanol, isopropanol, acetona), a enzima apresentou ativação até a 
proporção de 80% de solvente na mistura solvente:água, sendo a maior ativação em 
etanol (atividade residual de 195% ± 23). Com 100% de solvente a atividade 
decresceu em todos os solventes, com exceção do isopropanol (atividade residual 
de 97% ± 18). Com os solventes pouco polares (n-butanol) e apolares a 100% (v/v) 
(tolueno, n-hexano, n-heptano e isooctano), a enzima apresentou maior ativação em 
n-heptano (atividade residual de 121% ± 6), e somente em isooctano não houve 
ativação (Lima, 2004 a,b).  
Outra característica importante da lipase de B. cepacia LTEB1 com relação à 
biocatálise é a catálise enzimática em reações de esterificação. Estudos prévios 
mostraram que a enzima imobilizada em Accurel EP-100 catalisou a síntese do 
oleato de etila em n-heptano com rendimento de 100% em 6 h de reação. A 
imobilização apresentou uma eficiência de 93%, e a enzima imobilizada apresentou 
atividade cerca de 12,8 vezes maior (44,5 U/g proteína) comparada à atividade da 
enzima livre (3,5 U/g). A lipase pôde ser utilizada por 11 vezes para a reação de 
síntese do oleato de etila sem diminuição no rendimento, e 24 vezes até atingir seu 
tempo de meia vida. O tempo necessário para a máxima produção de éster foi 
melhor do que os relatados na literatura para a reação de esterificação com outras 






Tabela 2. Características cinéticas de lipases bacterianas do gênero Pseudomonas. 












      
P.aeruginosa 
KKA-5 
Óleo de rícino  
(castor oil) 





1 tributirato (1), 
tributirina (2) 




10 min, pH 
8) (1) 








10 min, pH 
8) 




Èster de ácido 
graxo insaturado 
(C18) 




P. cepacia Óleo de oliva 5,5-6,5 55-60 3-11,5 
(24 h, 30 
0C) 
75 (100%, 




P. cepacia pNPPalmitato nd 45-50 nd 50 (95%, 1h) Pencreac’h 
et al., 1997 
P. fluorescens Óleo de sésamo 7 nd 5-11 
(80%, 37 
0C, 1 h) 




Óleo de oliva 8,5 45 6-7 (24 
h, 30 0C) 




P. fluorescens 2D Tributirina (1) 8,5 (1) 35-45 (1) nd 120-140  
(D = 836 e 
207 s*) 
Makhzoum 
et al., 1996 
P. fragi CRDA 037 Triacetina 8,75 25-30 nd nd Schuepp et 
al., 1997 




30 min, pH 
9) 
Nishio et al., 
1987 
P. fragi Óleo de coco 7,5-9 54 nd 62 (73%, 1 
h) 
Lu e Liska, 
1969 
P. luteola pNPPalmitato 8,5-9,5 50-60 12,25  
(t 1/2 de 
84 min) 
40 (t 1/2 de 




Pseudomonas sp. Óleo de oliva 7 60 9-10 (4 
oC, 22h) 
35 (100%, 
30 min) (1) 
Yamamoto 
et al., 1988. 
Pseudomonas sp. 
B11-1 (rec.) 
pNPButirato (1) e 
Tributirina (2) 
8 (2) 40 (1) 2,2-11,9 
(1) 


















pNPLaurato 8,5 30 nd 30 (6 h) Lin, 1996. 
P. putida 3SK nd 8-9 37 4-10 acima de 75 Lee e Rhee, 
1993. 
P. luteola pNPPalmitato 8,5-9,5 50-60 12,25 (t 
1/2 de 84 
min) 
40 (t 1/2  de 




Pseudomonas sp.  Óleo de oliva 7 60 9-10 (4 
oC, 22h) 
35 (100%, 
30 min) (1) 
Yamamoto 
et al., 1988. 
Pseudomonas sp. 
B11-1 (rec.) 
pNPButirato (1) e 
Tributirina (2) 
8 (2) 40 (1) 2,2-11,9 
(1) 















*D=tempo necessário para 90% de inativação. 
 t ½ = tempo de meia vida. 
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2.1.5. Aplicações de lipases 
 
Recentemente, o interesse em pesquisas com lipases, principalmente de 
origem microbiana, tem crescido devido ao seu grande potencial biotecnológico. 
Como biocatalisadores, as lipases apresentam algumas vantagens importantes 
sobre os catalisadores clássicos industriais. Efetivamente, suas características de 
especificidade, regiosseletividade e enantiosseletividade, permítem a síntese de 
compostos de alta pureza, com um número reduzido de subprodutos e baixa 
geração de resíduos. Além disso, os processos enzimáticos requerem 
procedimentos mais fáceis e baratos, que utilizam temperatura e pressão ambientes, 
condições que minimizam a degradação de compostos lábeis e evitam o uso de 
compostos químicos com alto potencial poluentes (Castro-Ochoa et al., 2005; Silva 
et al., 2005; Villeneuve et al., 2000). Conseqüentemente, uma considerável atenção 
vem sendo dada ao uso das lipases em aplicações industriais.  
A indústria de enzimas como existe hoje é o resultado do rápido 
desenvolvimento das últimas quatro décadas, graças à evolução das técnicas 
biotecnológicas. O desenvolvimento dos processos de fermentação durante a última 
parte do século XX propiciou a produção de enzimas através do uso de cepas 
selecionadas e tornou possível a obtenção de enzimas purificadas e bem 
caracterizadas, mesmo em escala industrial. A produção em larga escala permitiu a 
introdução de enzimas em vários segmentos industriais como pode ser observado 
na Tabela 3. 
Novas tecnologias como a recombinação gênica, a engenharia de proteínas 
e a evolução dirigida propiciaram a obtenção de enzimas com características 
(atividade, estabilidade, seletividade, especificidade) novas e mais dirigidas a 
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substratos e condições de interesse industrial, promovendo a expansão da aplicação 
de enzimas. Entre as maiores empresas produtoras de enzimas estão a Amano 
Pharmaceuticals (Japão), Novozyme (Dinamarca), Genencor International (USA), 
Unilever (Holanda), Biocatalysts (Inglaterra) e Meito Sankyo (Japão) (Krishna, 2002). 
As lipases termoestáveis, obtidas de diversas fontes microbianas como as 
de Bacillus e Pseudomonas, apresentam grandes vantagens em aplicações 
biotecnológicas, pois podem ser produzidas a baixo custo e são estáveis a elevadas 
temperaturas. As principais vantagens em utilizar biocatalisadores termoestáveis, ou 
seja, aqueles que catalisam reações a elevadas temperaturas são: maior reatividade 
(maior velocidade de reação e difusão); maior rendimento da reação (elevadas 
temperaturas aumentam a solubilidade dos substratos e produtos hidrofóbicos e 
favorecem o deslocamento do equilíbrio no sentido endotérmico); menor viscosidade 
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Uniquema Miristato e palmitato 










(Fonte: Krishna, 2002). 
E = o coeficiente de enantiosseletividade; ee = excesso enantiomérico  
 
Observa-se que os processos industriais já implantados tratam da produção 
de fármacos quirais, tanto em solventes orgânicos como em meio aquoso, em 
reações de hidrólise ou síntese, usando principalmente lipases imobilizadas, sendo 
as produzidas pelo gênero Pseudomonas utilizadas em três dos sete processos 
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citados na Tabela 3.  
Por sua vez, inúmeras são as aplicações potenciais de lipases, muitas delas 
já desenvolvidas em escala industrial, e que estão citadas na Tabela 4. As lipases 
têm sido freqüentemente utilizadas na resolução de misturas racêmicas, na 
formulação de detergentes e síntese de biosurfactantes; no tratamento de efluentes, 
na indústria oleoquímica (bioconversão de óleos e gorduras) para a produção de 
biodiesel; na indústria agroquímica; na manufatura do couro e papel; na nutrição; na 
produção de aromas; na formulação de perfumes, fragrâncias e cosméticos; na 
fabricação de plásticos e fibras sintéticas; na síntese de sedativos e outros 
fármacos; dentre outras (Cammarota e Freire, 2006; Fariha et al., 2006; Hassan et 
al., 2006; Wilkinson e Bachmann, 2006; Em-Shyh e Hui-Ching, 2005; Salis et al., 
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análise de lipídios) 
Hasan et al., 2006; 
Osório et al., 2001; 
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lavanderias e uso 
doméstico 
Hasan et al., 2006; 
Kirk et al., 2002; 
Sharma et al., 2001. 
 
 Medicina Dosagem de 
triglicerídeos no 
sangüe 
Kits diagnósticos Hasan et al., 2006. 
 
Esterificação     
 Química  
Fina 




Bucalá et al., 2006; 
Fernandes et al., 
2006; Foreti e 
Ferreira, 2006; 
Hasan et al., 2006; 
Romero et al.,2005; 
Fernandes et al., 
2004; Ghamgui et 
al., 2004; Trubiano 
































Jaeger e Eggert, 
2002; Zhang et al., 
2002; 
Van Dyck et al., 
2001. 
Transesterificação     
 Química  
Fina 
Transesterificação 
de óleos vegetais 
Biodiesel Salis et al., 2005; 
Hsu et al., 2004; 
Salis et al., 2003; 
Shimada et al., 
2002; Zhang et al., 
2002; Iso et al., 




2.2. BIOCATÁLISE EM AMBIENTES AQUO-RESTRITOS 
 
Até a década de 70, todas as pesquisas sobre catálise enzimática eram 
realizadas em ambientes aquosos, pois estes são os ambientes naturais das 
enzimas. A partir desta década, uma variedade de proteínas, enzimas e suas 
atividades catalíticas tem sido estudada em solventes orgânicos em ambientes 
aquo-restritos, dentre as quais as lipases, que têm mostrado atividade e estabilidade 
em solventes orgânicos (Sharma et al., 2001; Villeneuve et al., 2000).  A enzima, na 
forma sólida e completamente sem a camada de hidratação, pode ter a capacidade 
de se manter ativa no meio orgânico, possivelmente devido à formação, na 
superfície da partícula sólida de enzima, de uma camada de proteína desnaturada, 
que protege as camadas interiores do contato com o solvente orgânico (Chowdary et 
al., 2002).  
Um ambiente aquoso é claramente não adequado para a catálise de ésteres 
por lipases, pois propicia o deslocamento do equilíbrio termodinâmico no sentido da 
hidrólise. Portanto, em reações onde os substratos são pouco solúveis em água e 
onde a água é um produto, o rendimento da reação em sistemas aquosos é 
geralmente baixo. Outro aspecto importante consiste na redução da inibição 
exercida por reagentes e produtos, através da escolha de um solvente orgânico 
adequado, que mantenha uma baixa concentração destas substâncias no 
microambiente da enzima (Alvarez-Macarie e Baratti, 2000).  
Outras vantagens da catálise enzimática em meios aquo-restritos relatadas 
em literatura e de importância para lipases são a maior solubilidade dos substratos e 
produtos hidrofóbicos em solventes orgânicos; a redução de reações hidrolíticas 
secundárias, devido à reduzida quantidade de água no sistema; e o aumento da 
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estabilidade do biocatalisador, pois a enzima fica relativamente inerte nos solventes 
apolares e que, além disso, não desorvem a água ligada a enzima, mantendo a sua 
conformação cataliticamente ativa (Alvarez-Macarie e Barati, 2000; Carvalho et al.,   
2000). 
Podem ser considerados ambientes não-aquosos ou aquo-restritos os 
solventes orgânicos, os fluidos supercríticos, os substratos líquidos ou misturas 
eutéticas de substratos livres de solvente. Considerando os sistemas reacionais 
utilizados na biocatálise, os meios aquo-restritos podem ser classificados em 
sistemas macro-heterogêneos (enzima liofilizada ou imobilizada), em que se observa 
a separação de fases, e micro-heterogêneos (sistema de micelas reversas), no qual 
a separação de fases não pode ser observada macroscopicamente (Krieger et al, 
2004, Gerard e Julian, 1999). 
Nos sistemas macro-heterogêneos, a enzima ou o solvente orgânico não 
são miscíveis em água. Um dos principais tipos de sistemas macro-heterogêneos, e 
que foi utilizado neste trabalho é o sistema sólido-líquido. Neste sistema, a enzima 
está na forma sólida liofilizada ou “imobilizada” no sólido fermentado, em suspensão 
com a fase orgânica que contém os substratos. Mesmo quando a enzima está na 
forma liofilizada, o sistema pode ser considerado como bifásico, pois a maioria das 
lipases é insolúvel em solventes orgânicos. Neste caso, quando o teor de água 
presente no sistema é muito baixo, expresso pela atividade de água (aw) (Chowdary 
e Prapulla, 2002), não constitui uma fase distinta, pois a água estará solubilizada no 
solvente ou incorporada ao biocatalisador. Esta quantidade de água forma uma 
camada de hidratação ao redor da enzima, protegendo-a da desnaturação pelo 
solvente. Este tipo de sistema tem sido utilizado essencialmente em reações de 
esterificação e transesterificação, conduzindo normalmente a conversões bastante 
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elevadas, mas com atividades catalíticas baixas devido a problemas difusionais e de 
transferência de massa entre a enzima e os substratos e produtos (Oliveira et al., 
2001). 
Em meio orgânico, as enzimas são geralmente insolúveis, o que reduz a 
necessidade de imobilização. Entretanto, em muitos estudos reportados em meio 
orgânico, o biocatalisador é uma enzima imobilizada.  Uma das razões, é que as 
moléculas de enzimas são mais dispersas no suporte do que no precipitado. 
Conseqüentemente, as limitações difusionais são menores em preparações 
imobilizadas (Pencreach et al., 1996). 
Em relação à utilização de enzimas em processos industriais, ainda se 
buscam soluções para alguns problemas, como a falta de estabilidade operacional 
da enzima e a impossibilidade de reutilização do biocatalisador na sua forma livre. 
Uma solução para resolver estes problemas tem sido a utilização de procedimentos 
de imobilização de enzimas sobre um determinado suporte. As principais vantagens 
da utilização de enzimas imobilizadas são as possibilidades de reutilização, a 
facilidade de recuperação dos produtos, a maior facilidade de controle e de 
operação de processos e reatores, e a minimização da produção de efluentes. Além 
disso, muitas vezes com o processo de imobilização, as propriedades enzimáticas 
são alteradas, produzindo-se biocatalisadores com atividade, especificidade e 
estabilidade aumentadas, dependendo do tipo de suporte e da enzima (Persson et 
al., 2002; Paiva et al., 2000; Ivanov e Schneider, 1997; Fernandez-Lafuente et al., 
1998).  
Existe ainda outra classificação para imobilização de biocatalisadores: pode-
se imobilizar somente a enzima livre, produzida intra ou extracelularmente, que 
neste caso passa por um processo prévio de recuperação do meio de fermentação, 
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ou ainda o microrganismo inteiro, com células vivas, viáveis ou não viáveis e em 
diferentes estágios de crescimento, ou ainda com células mortas, que neste caso 
servem de suporte para a enzima. Recentemente foi demonstrado que lipases 
ligadas à membrana celular e células secas com acetona podem catalisar reações 
de esterificação de açúcares, em reações de hidrólise e de acidólise quando 
adicionadas diretamente ao solvente orgânico.  Uma outra alternativa para utilizar 
enzimas intracelulares trata-se da chamada imobilização passiva de células dentro 
das partículas de biomassa (biomass support particles, BSPs), técnica que foi 
utilizada com sucesso em reações de interesterificação e de hidrólise de gorduras, 
conforme reportado por  Adamczak e Bednarski (2004). 
 
2.2.1. A Importância Industrial dos Ésteres 
 
Os ésteres são considerados uma das classes mais importantes de 
compostos orgânicos e podem ser obtidos através de diferentes metodologias: 1) 
reação entre álcoois e ácidos carboxílicos (esterificação) com a eliminação de água; 
2) reações de interesterificação, onde ocorrem trocas de grupos acilas entre ésteres 
e ácidos carboxílicos (acidólise), entre ésteres e álcoois (alcólise) ou gliceróis 
(glicerólise) e entre ésteres (transesterificação); 3) através de fontes naturais por 
destilação e extração com solventes adequados ou por processos químicos e mais 
recentemente por biocatálise (Adachi e Kobayashi, 2005; Güvença et al., 2002; 
Chowdary et al., 2001; Alvarez-Macarie e Baratti, 2000).  
Os processos enzimáticos apresentam inúmeras vantagens em relação aos 
processos químicos industriais, conforme descrito anteriormente no ítem 2.1.5. Por 
isso, a síntese enzimática do oleato de etila e de outros ésteres do ácido oléico em 
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solventes orgânicos têm sido estudada utilizando-se lipases de pâncreas de porco e 
de várias fontes microbianas, como as de Mucor miehei, Chromobacterium 
viscosum, Rhizopus oligospores, R. delemar, R. arrhizus, Candida rugosa, 
Penicillium simplicissium e Pseudomonas cepacia (Burkholderia cepacia) (Bucalá et 
al., 2006; Foresti e Ferreira, 2005; Foresti et al., 2005; Trubiano et al., 2004; 
Hazarika et al., 2002; María et al., 2002).     
Os produtos resultantes de ácidos e álcoois de cadeia curta (2-8 átomos de 
carbono) são importantes componentes de aromas e flavorizantes utilizados nas 
indústrias de alimentos, bebidas, cosméticos e medicamentos. Já os produtos de 
esterificação de ácidos carboxílicos de cadeia longa (12-20 átomos de carbono) com 
álcoois de cadeia longa são utilizados como lubrificantes e plastificantes em 
máquinas de alta precisão. Os ésteres resultantes das reações entre ácidos de 
cadeia longa com álcoois de cadeia curta (2-8 átomos de carbono) são utilizados 
nas indústrias como aditivos em alimentos, detergentes, cosméticos e em 
medicamentos (Güvença et al., 2002). Os ésteres de sacarose, por exemplo, são 
conhecidos como bons emulsificantes no campo da indústria alimentar, farmacêutica 
e cosmética; o palmitato de isopropila é usado em preparações medicinais para 
cosméticos, nas quais é necessária uma boa absorção do produto através da pele 
(Garcia et al., 1999). Os ésteres de ácidos graxos de cadeia longa, como os oleatos, 
palmitatos e linolenatos são os principais constituintes do biodiesel. O oleato de etila, 
estudado neste trabalho, é utilizado como aditivo biológico, plastificante do 
policloreto de vinila (PVC), agente resistente à água e como fluído hidráulico 




2.3. FERMENTAÇÃO NO ESTADO SÓLIDO 
 
Existem dois tipos básicos de fermentação (Figura 4) para produção de 
enzimas e outros metabólitos: fermentação submersa (FS) e fermentação em estado 
sólido (FES). Na FES, o microrganismo cresce em substratos sólidos umedecidos ou 
suportes inertes, na ausência (ou quase) de água livre, e na FS, os substratos são 
dissolvidos em meio líquido. Neste caso, o microrganismo pode crescer entre os 
fragmentos do substrato (dentro da matriz do substrato) ou sobre a superfície do 
substrato, consumindo o substrato e secretando metabólitos, dentre os quais as 
enzimas (Mitchell et al., 2006; Rajard et al., 2005). O material sólido é insolúvel e 
age como suporte físico e como fonte de nutrientes. O material sólido poderá ser um 
substrato sólido natural, como resíduos da agricultura, ou um suporte inerte, como 








Figura 4. Representação da Fermentação no Estado Sólido e Fermentação Submersa. 
 
As enzimas e outros metabólitos microbianos são tradicionalmente obtidos 
por processos de FS. Neste tipo de fermentação, além de um melhor controle do 
processo, a recuperação de enzimas extracelulares e a determinação de biomassa 
são facilitadas, sendo realizadas por filtração simples ou centrifugação para a 
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remoção das células. O sobrenadante da cultura é utilizado para os estudos 
enzimáticos e o crescimento microbiano é quantificado após secagem da biomassa, 
por gravimetria, podendo ainda ser realizado por densidade ótica no caso de cultivos 
com bactérias (Lima et al., 2003). Entretanto, a FES, processo onde os teores de 
água não são superiores a 70 %, pode apresentar algumas vantagens em relação à 
FS. Os metabólitos são normalmente produzidos em uma forma concentrada, 
facilitando o seu processo de recuperação do meio de fermentação.  Uma vantagem 
adicional da fermentação em estado sólido, em relação às culturas submersas é o 
custo porque, além da simplicidade e economia do processo em termos de espaço, 
meio, equipamentos e energia (Mitchell et al., 2006), utiliza como matéria-prima, 
resíduos descartados pela indústria, causando uma diminuição no impacto poluente 
(Rigoni et al., 2003; Leal et al., 2002). 
 
2.3.1. Microrganismos e Processos envolvidos na FES 
 
 Na produção de enzimas por FES, a quantidade reduzida de água no 
substrato limita o número de microrganismos, sendo que os mais utilizados são os 
fungos, devido a sua capacidade de tolerar ambientes com baixa quantidade de 
água (Couto e Sanromám, 2005). Assim, conforme se pode verificar na Tabela 5, os 
fungos são utilizados em vários processos- desde a compostagem até a produção 
de enzimas, enquanto que leveduras são mais usadas na indústria de alimentos e 





Tabela 5. Principais microrganismos envolvidos nos processos da Fermentação no 
Estado Sólido (FES). 


















Beneficiamento da mandioca e do arroz 
Alimentos, produção de etanol 















Pleurotus oestreatus, sajor-caju 
Lentinus edodes 





Compostagem, alimentos e enzimas 
Compostagem, alimentos, enzimas e ácidos  
Compostagem, degradação de lignina 
Compostagem, controle biológico, bioinseticidas 
Controle biológico, bioinseticidas 
Beneficiamento do arroz 
Koji, alimentos, ácido cítrico 
amilase e lipase 
Ração, proteínas, amilase e ácido cítrico 
Cogumelos 
Cogumelos Shii-take 
 Penicilina, queijos 
 (Fonte: Couto e Sanromán, 2005). 
 
2.3.2. Substratos e Aplicações da Fermentação em Estado Sólido 
 
Existem vários exemplos na literatura relacionando o uso de substratos 
naturais e suportes inertes na produção de enzimas e outros compostos de alto valor 
comercial por FES (Tabela 6). Os principais resíduos que podem ser utilizados são 
as tortas derivadas dos processos de extração do óleo de milho (torta de milho), óleo 
de girassol (torta de girassol) e soja (torta de soja), materiais abundantes no Brasil, e 
que normalmente oferecem um potencial poluente muito elevado. 
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Outros substratos que podem ser utilizados em FES são a torta de babaçu; 
farelo de trigo; o bagaço de mandioca, gerado pela indústria de processamento de 
amido, que possui entre 40 a 60 % de amido residual; o bagaço de cana; e o pó de 
serra, gerado pela indústria madeireira. Estes representam somente uma pequena 
proporção dos substratos que podem ser utilizados na produção de metabólitos com 
aplicação industrial (Cammarota e Freire, 2006; Mahadik et al., 2002; Ul-Haq et al., 
2002; Castilho et al, 2000; Gombert et al., 1999).  
A FES tem sido utilizada para a produção de metabólitos secundários 
biologicamente ativos (toxinas, antibióticos), enzimas, cogumelos, ácidos orgânicos, 
aminoácidos, na alimentação (laticínios, aromas), vitaminas, etanol e biopesticidas, 
conforme pode ser observado na Tabela 6. Alguns autores estudaram a produção de 
compostos importantes na indústria alimentícia como aromas, colorantes e as 
enzimas. Eles verificaram os maiores rendimentos (Tsuchiya et al., 1994) e as 

















Lignocelulósicos   
Palha de trigo  
 
Enriquecimento protéico  
Degradação de lignina para ruminantes 
Rações 
Cultivo de cogumelos 
Bellon-Maurel et al., 2003; Caldaza, 
1987, Zadrazil, 1982; Viersturs et al., 
1981.  
Farelo de trigo 
 
Produção de enzimas, drogas 
imunossupressivas  
Produção de aromas 
Nagy et al., 2006; Ul-Haq et al., 2002; 
Mahadik et al., 2002; Christen et al., 
1993;Villegas et al., 1997; Silman 1980. 
Bagaço de cana de 
açúcar 
Enriquecimento protéico 
Produção de antibióticos (Penicilina) 
Produção de ácido cítrico; enzimas; 
aromas e pigmentos. 
Diaz et al. 2006; Kumar et al. 2003; 
Robinson e Nigam 2003; Soccol e 
Vandenberghe 2003;  Pandey et al., 
2000 a; Pandey e David et al., 2000 b; 
Cordova et al., 1998; Balakrishanan e 
Pandey, 1996; Barrios-Gonzalez et al., 
1993; Gonzalez-Blanco et al., 1990; 
Barrios-Gonzalez et al., 1988.  
Bagaço de mandioca Produção de aromas 
Produção de cogumelos 
Pandey et al., 2000 c Barbosa et al, 
1997. 
Torta de girassol Produção de antibióticos (Cefamicina C) Kota et al., 1998 a,b. 
Torta de óleo de babassu Produção de enzimas Cammarota e Freire, 2006; Castilho et al, 
2000;Gombert et al., 1999;  
Torta de banana Produção de enzimas Reddy et al., 2003; 
Torta de milho Produção de enzimas Fernandes et al.,2006. 
 (açúcar da polpa da 
beterraba) 
Enriquecimento protéico para rações Durand et al., 1988. 
Polpa do café Produção de aromas 
Produção de hormônios (ácido giberélico) 
Machado et al., 2002; Medeiros et al., 
2001; Machado et al., 2000 a,b; 
Medeiros et al.,2000 Soares et al., 2000; 
Boccas et al., 1994; Shankaranand et al., 
1994.  
 (Farelo amiláceo de 
arroz) 
Produção de aromas, lipases, proteases e 
pigmentos 
Yamauchi et al., 1989;  
Sementes de soja Produção de alimentos fermentados 
 
Hachmeister e Fung, 1993. 
 
Sintéticos   
Espuma de poliuretano Produção de enzimas Zhu et al., 1994. 
 
Resina polimérica Produção de lipases e ácido giberélico Gelmi et al., 2000; Christen et al., 1995; 
Auria et al., 1990; 
 
Frutas   
resíduos de maça Produção de etanol, gás natural, goma 
xantana, ácido cítrico. 
Enriquecimento protéico para rações. 
 
Soccol e Vandenberghe 2003; Sturza et 
al., 1997. 
Casca do kiwi Produção de ácido cítrico Hang et al., 1987.  







2.3.3. Produção de Lipases por FES  
 
A FES é pouco relatada em literatura para a produção de lipases, 
relativamente aos processos de FS, tendo sido descrito em muitos casos um baixo 
rendimento. A produção simultânea de enzimas proteolíticas tem sido apontada 
como a causa dos baixos rendimentos de produção de lipases em meio sólido 
(Couto e Saromán, 2005).  
Estudos de FES para produção de lipases reportados na literatura utilizam 
apenas fungos e leveduras, sendo citados Penicillium candidum, Mucor miehei, P. 
camembertii, Monascus fulginosus, Rhizomucor pusillus e R. rhizopodiformis 
utilizando bagaço de cana (Cordova et al., 1998; Liu et al, 1995;  Rivera-Minõz et al., 
1991), Aspergillus niger utilizando torta de gergelim (Kamini et al., 1998); P. 
restrictum utilizando torta de babaçu (Palma et al., 2000), P. simplicissimum 
utilizando torta de soja (Di Luccio et al., 2004) e Neurospora sp TT-241, utilizando 
farelo de trigo (Lin et al., 1996), Aspergillus oryzae utilizando torta de óleo de coco 
(Ramachandran et al., 2004). Não foram encontrados trabalhos na literatura com 
relação à produção de lipases por fermentação sólida, empregando-se bactérias.  
A Tabela 7 mostra os principais microrganismos envolvidos na produção de 








Tabela 7. Principais microrganismos envolvidos na produção de lipases por 
Fermentação no Estado Sólido (FES). 
Microrganismo Substrato Referências 
Fungos   
Aspergillus  oryzae torta de óleo de coco Ramachandran et al., 
2004. 
Aspergillus niger torta de gergelim 
farelo de trigo 
farelo de trigo 
Kamini et al., 1998. 
Mahadik et al., 2002. 
Nagy et al., 2006. 
Monascus fulginosus bagaço de cana Liu et al, 1995. 




Bagaço-de-cana Rivera-Minõz et al., 
1991. 
Penicillium restrictum torta de babaçu Castilho et al., 2000. 
Palma et al., 2000. 
Gombert et al., 1999. 
Penicillium simplicissimum torta de soja Di Luccio et al., 2004. 
Rhizopus oligosporus torta de amêndoa Ul-Haq et al., 2002. 
Rhizopus homothallicus Bagaço-de-cana Rodriguez et al., 
2006. 
Diaz et al., 2006. 
Rhizopus  rhizopodiformis 
Rhizomucor pusillus 
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3. OBJETIVOS  
 
O presente trabalho teve como objetivo geral o estudo da produção de lipase 
bacteriana de Burkholderia cepacia por Fermentação no Estado Sólido (FES) e a 
sua utilização em reações de síntese de ésteres em solventes orgânicos. 
 
Objetivos Específicos  
 
Estudos de Fermentação 
• Otimizar a produção de lipases por FES utilizando substratos oriundos da 
agroindústria, pelo estudo dos efeitos dos seguintes parâmetros: tipo de 
substrato, adição de indutores, umidade do substrato e temperatura do 
cultivo. 
 
Estudos de biocatálise 
• Produzir a lipase nas condições otimizadas. 
• Avaliar a velocidade de reação de formação do oleato de etila (reação 
modelo), utilizando o sólido fermentado. 
• Otimizar a síntese do oleato de etila por aplicação de delineamento fatorial.  
• Estudar e comparar a capacidade de síntese do éster oleato de etila por 
diferentes preparações enzimáticas: adição direta do material fermentado e 
enzima livre liofilizada. 








A parte experimental do presente trabalho foi desenvolvida nos Laboratórios 
de Tecnologia Enzimática e Biocatálise (LTEB) e Química de Fitobiomassa, do 




Neste trabalho foram utilizados reagentes de grau analítico e grau de pureza 
requerido nos experimentos. 
Foram utilizados reagentes de grau analítico como palmitato de p-nitrofenila 
(pNPP, Sigma, p.a), ácido cis-9-octadecenóico (ácido oléico, Carlo Erba, grau 
HPLC), oleato de etila (Sigma, 100 % pureza) e soroalbumina bovina (BSA, Sigma, 




O microrganismo utilizado neste trabalho foi uma cepa bacteriana isolada de 
uma contaminação de meio de cultura no LTEB (Burkholderia cepacia LTEB1), e 
caracterizada pelo IRD (ex-ORSTOM), Laboratoire de Microbiologie, Université de 
Provence, CESB/ESIL, Marsélia, França.  
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4.4. MANUTENÇÃO DA CEPA 
 
Para a manutenção, realizada mensalmente, a cepa de B. cepacia foi 
inoculada em 50 mL do meio líquido Luria-Bertani (LB) e cultivada a 29 oC, 200 rpm, 
durante 12 h ou tempo necessário para se atingir A600 igual a 0,6, valor este 
equivalente a 108 células/mL.  Deste meio foi retirado 1 mL e adicionado a 1mL de 
glicerol 40% (v/v), previamente autoclavado. A cepa foi adicionada de glicerol (40%, 
v/v) então armazenada sob refrigeração a -18°C. 
 
4.5. PRODUÇÃO DA LIPASE  
 
Para a produção da enzima, foram utilizados como substratos, o farelo de 
casca de trigo (FCT), farelo de sementes de girassol (FSG) e resíduos agro-
industriais como a torta de milho (TM) e farelo da casca do milho (FCM), (fornecidos 
pela Corn Products Brasil, cidade de São Paulo), com ou sem adição de indutores 
(óleo de oliva e óleo de milho).  
Foram determinadas as melhores condições de crescimento e de produção 
da enzima. Foram estudadas as seguintes variáveis: (1) características do inóculo: 
cinética de crescimento da bactéria, efeito da concentração de células; (2) tipo de 
substrato; (3) adição de indutores; (4) umidade do substrato; (5) temperatura do 
cultivo. Nestes estudos, as fermentações foram analisadas em termos de produção 
de atividade lipolítica, medida usando o método de hidrólise do pNPP ( ítem 4.9.1.1) 




4.5.1. Cinética de Crescimento da Bactéria  
 
Antes do início dos estudos com FES foi feita a cinética de crescimento do 
microrganismo em meio líquido para determinação do tempo de cultivo do inóculo a 
ser utilizado. A cinética foi realizada em meio líquido LB (1 % (m/v) triptona, 1 % 
(m/v) NaCl e 0,5 % (m/v) extrato de levedura. Alíquotas do meio foram retiradas em 
determinados intervalos de tempo e a absorbância da amostra foi lida a 600 nm. O 
crescimento bacteriano foi acompanhado pela contagem do número de células em 
câmara de Neubauer, o que permitiu a elaboração de uma curva de calibração 
relacionando-se absorbância do meio com o número de células (Lima, 2004). 
 
4.5.2. Preparação dos Substratos  
 
Os substratos semente de girassol, casca de trigo e torta de milho foram 
previamente secos a 55-60 0C em estufa por 24 h. Depois de secos, os substratos 
foram moídos, tamisados e embalados em sacos plásticos, sendo utilizadas as 
frações dos farelos e da torta com granulometria entre 0,8 e 2,0 mm de diâmetro 
para os estudos de FES. 
 
4.5.3. Composição Físico-Química dos Substratos 
 
A composição centesimal dos substratos FSG e TM foi realizada 
respectivamente pelo CEPPA (Centro de Pesquisa e Processamento de Alimentos 
da UFPR) e pela Corn Products Brasil. As análises foram realizadas, seguindo as 




Para o preparo do inóculo das fermentações, o tempo cultivo utilizado foi de 6 
h, 29 oC, 200 rpm, ou até atingir a Absorbância a 600 nm (A600) igual a 0,6, valor este 
equivalente a 108 células/mL.  
Os meios sólidos previamente umedecidos e autoclavados foram inoculados 
com 1 mL do inóculo, a não ser nos experimentos nos quais foi verificada a 
influência do volume do inóculo na produção da enzima. 
As fermentações foram realizadas em frascos Erlenmeyers de 250 mL, com 
10 g de substrato (9,19 g de base seca) umedecidos com tampão fosfato 0,1 mol/L; 
pH 7,0, para obter a umidade requerida no experimento. Os frascos foram 
esterilizados em autoclave, resfriados e inoculados com 1 mL do inóculo líquido. Os 
frascos inoculados foram incubados em estufa a 29 oC e a cada 24 h foram retirados 
três frascos para extração da enzima e dosagem da atividade enzimática (ítem 
4.9.1.1). 
 
4.5.5. Extração da Enzima do Sólido Fermentado 
 
A enzima foi extraída do material fermentado com 50 mL de solução aquosa 
de  NaCl 2 % (m/v). A mistura de sólido fermentado (10 g) e a solução extratora (50 
mL) foram colocadas em agitador orbital durante 1 h, a 200 rpm e 29 oC. A mistura 
foi filtrada em gaze e o sólido prensado manualmente para extração do líquido, que 
contém a lipase. O extrato resultante foi centrifugado por 10 min. a 10.000 xg. O 
sobrenadante assim obtido foi utilizado para determinação da atividade enzimática e 
posteriormente dialisado, quando requerido, e liofilizado (liofilizador Jouan LP3® 
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modelo 60, - 460C) para os ensaios de biocatálise. 
 
4.5.6. Efeito da Concentração do Indutor 
 
Como indutor para a produção de lipases utilizou-se óleo de oliva, para o 
substrato FCT e óleo de milho, para o substrato TM. Volumes diferentes de óleo 
foram adicionados ao meio para se obter concentrações finais de 1, 3 e 5 % (v/m). 
 
4.5.7. Efeito da Umidade 
  
Foram estudadas quatro condições, 35 %, 45%, 55 % e 65% de umidade 
inicial do substrato, com o FSG. Para tanto, colocou-se tampão fosfato pH 7,0 (0,1 
mol/L) para obter as umidades iniciais estudadas. Para as condições, 35 %, 45%, 55 
% e 65% de umidade inicial adicionou-se respectivamente 9 mL, 11 mL, 14 mL e 17 
mL de tampão fosfato pH 7,0 (0,1 mol/L). 
A determinação da umidade total de todos os substratos (FCT, FSG e TM) 
antes de serem utilizados em FES foi realizada em uma balança de infravermelho da 
marca Gehaka. 
 
4.5.8. Efeito da Temperatura 
 
Foram estudadas quatro temperaturas 29, 33, 36 e 40°C para o substrato 
FSG. Para tanto, o substrato umedecido como descrito no ítem 4.5.7 para que se 
obtivesse uma umidade inicial de 55 %, foi inoculado 1 mL de suspensão bacteriana 
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preparada como descrito no ítem 4.5.4 e incubado nas diferentes temperaturas.  
 
4.6. CARACTERIZAÇÃO DO EXTRATO LIPOLÍTICO BRUTO 
 
Para os estudos de purificação parcial e caracterização do extrato bruto, 
utilizou-se o substrato FSG e as condições de cultivo otimizadas previamente (29°C, 
72 h, 55% de umidade, 108 células/mL). O FSG foi utilizado pelos seus melhores 
resultados em relação ao FCT e TM. 
 
4.6.1. Preparação do Extrato Bruto 
 
Após 72 h, a enzima foi extraída do material fermentado conforme descrito 
no ítem 4.5.5 e o extrato lipolítico foi preparado segundo a Figura 5. Após a 
extração, centrifugou-se o material a 10.000 g por 30 min. Foi adicionado sulfato de 
amônio ao sobrenadante até 80 % de saturação. O extrato foi mantido a 4 ºC por 12 
h, com agitação branda, sendo depois centrifugado a 10.000 g por 10 min. O 
sobrenadante foi removido e o precipitado ressuspendido em um volume mínimo de 
tampão fosfato 0,05 M pH 7,0 e em seguida dialisado contra tampão fosfato 0,05 M 




















Figura 5. Esquema geral dos tratamentos do extrato lipolítico produzido por Burkholderia 
cepacia em meio sólido. 
 
4.6.2. Atividade do Extrato Lipolítico 
 
A atividade lipolítica do extrato enzimático foi determinada em meio aquoso 
segundo dois métodos: método da hidrólise do pNPP (Winkler e Stukmann, 1979; 
ítem 4.9.1.1) e método titulométrico (Stuer et al., 1986; ítem 4.9.1.2), este último com 
dois substratos – trioleína e tributirina.  O objetivo deste ensaio foi confirmar a 
presença de lipases ditas “verdadeiras” no extrato, uma vez que na maioria deste 
trabalho foi utilizado o método da reação de hidrólise do palmitato de p-nitrofenila 
(pNPP).  
 
   
Cultivo por 72h (FES) 
FSG  
  
Extração da enzima com NaCl  
Precipitação com sulfato de amônio 
80% 
Centrifugação 10000g, 10 min,  
4 oC  
Ressuspensão e diálise em  
tampão fosfato 0,05 M pH 7,0 
 
  
Extrato Bruto    
Dosagem de atividade   
(pNPP)  
Centrifugação 1000g,         




Liofilizado e aplicado em 
Reações de síntese  
Sobrenadante  
Descartado !   
Precipitado   
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4.7. CARACTERIZAÇÃO DO SÓLIDO FERMENTADO 
 
4.7.1. Preparação das Amostras Sólidas 
 
Estes ensaios visaram a preparação e o estudo do comportamento dos 
sólidos fermentados contendo a lipase, para posterior utilização em biocatálise.  
 
4.7.1.1. Efeito da Liofilização na Atividade Enzimática do Sólido Fermentado  
 
Nestes ensaios foram utilizados os substratos FSG e TM. A liofilização das 
amostras, após 72 h de cultivo foi realizada em um liofilizador Jouan LP3® modelo 
60, a - 460C, sob vácuo. Estes dois substratos, contendo a enzima, foram utilizados 
na síntese do oleato de etila. 
 
4.7.1.2. Estabilidade do Sólido Fermentado Liofilizado frente à temperatura 
 
Para verificar a estabilidade do material liofilizado frente à temperatura, o 
material (10 g) foi armazenado a –18°C, zero, 4°C e à temperatura ambiente           
(25 ºC). Em tempos definidos, amostras foram retiradas, submetidas à extração da 





4.7.1.3. Delipidação do Material Fermentado 
 
Após a liofilização, foi realizada a delipidação a fim de retirar os ácidos 
graxos, mono, di e triacilgliceróis provenientes da fermentação, para que estes 
compostos não interferissem nas reações de síntese de ésteres. Para isso, 
transferiu-se 2 g de TM fermentada para um Erlenmeyer, juntou-se 30 mL de uma 
mistura contendo clorofórmio:butanol (9:1) e agitou-se em agitador orbital a 200 rpm 
por 10 min. A mistura foi filtrada em gaze e o sólido prensado manualmente para 
extração da enzima. Analisou-se o filtrado por cromatografia de camada delgada 
analítica (CCDA, placas sílica gel, marca Merck, com fluoresceína) utilizando como 
padrões soluções de trioleína e ácido oléico. O eluente utilizado foi uma mistura de 
hexano: éter: ácido acético (7:3:0,1). Revelou-se com iodo. Repetiu-se a extração 
até que nenhuma mancha fosse detectada.  
 
4.8. BIOCATÁLISE: ESTUDO E OTIMIZAÇÃO DE SÍNTESE DO OLEATO DE ETILA  
 
Os estudos de síntese foram constituídos de duas partes: (i) utilizou-se o 
sólido fermentado (adição direta) e (ii) fêz-se a comparação com a utilização do 
extrato lipolítico liofilizado. 
 
4.8.1. Adição Direta do Material Fermentado 
 
Nestes experimentos, a enzima foi produzida por FES e no pico máximo de 
produção da enzima (72h), o cultivo foi interrompido e o material fermentado foi 
liofilizado. Inicialmente utilizou-se a enzima produzida com a TM; em seguida, por 
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apresentar maior atividade e maior disponibilidade do substrato, optou-se pela 
enzima produzida com FSG. 
 
4.8.1.1. Ensaios Prévios utilizando a Enzima Produzida com a Torta de Milho  
 
Foram realizados estudos cinéticos prévios para a verificação de síntese do 
oleato de etila. Foram testados como substratos o ácido oléico e o etanol (RM 1:3). 
As reações foram realizadas utilizando-se 30 unidades enzimáticas (U) da TM 
fermentada (atividade enzimática de 110 U/gss) e delipidada (ítem 4.7.1.3), em n-
heptano, nas temperaturas de 30, 37 e 430C. As reações foram realizadas em 
agitador orbital, a 200 rpm e acompanhadas durante 24 h. A conversão em éster foi 
avaliada pelo método de Lowry-Tinsley (ítem 4.9.2). 
 
4.8.1.2. Otimização das Condições de Síntese do Oleato de Etila por Delineamento 
Fatorial 
 
Depois de realizados os estudos prévios de síntese do oleato de etila, 
utilizando-se a TM fermentada, foram testados os efeitos dos parâmetros 
experimentais temperatura, concentração da enzima e razão molar ácido/álcool 
através de um delineamento fatorial 23 (Fernandes et al., 2004; Neto et al., 1995). O 
material utilizado nestas sínteses não foi delipidado, pois o objetivo era diminuir as 
etapas de preparação da amostras (Tabela 8).  
As reações foram realizadas em agitador orbital, a 200 rpm e acompanhadas 
durante 24 h. A conversão em éster foi avaliada pelo método de Lowry-Tinsley (ítem 
4.9.2). 
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Foram realizados ensaio-padrão (branco), com dois controles negativos, um 
com a TM não fermentada e outro com a TM fermentada e autoclavada após a 
fermentação. O objetivo desta etapa era garantir que a catálise da reação de síntese 
do oleato de etila estava ocorrendo somente na presença da lipase. 
 
Tabela 8. Níveis máximos e mínimos para o planejamento fatorial 23.  
Variáveis Níveis  
 (-) (zero) (+) 
X1- Temperatura (°C) 30 37 43 
X2- Unidades Totais (U) 30 60 90 
X3 –RM Ácido: Álcool 1:3 1:5 1:7 
      RM∗ = Razão Molar 
 
4.8.1.3. Estudo de Síntese do Oleato de Etila utilizando a Enzima Produzida com 
Farelo de Semente de Girassol 
 
 Após otimizadas as condições de síntese do oleato de etila, utilizando-se a 
torta de milho (TM) como substrato de produção da enzima, iniciaram-se os estudos 
comparativos, utilizando-se o farelo de semente de girassol (FSG) como substrato. 
As reações foram realizadas na melhor condição otimizada previamente para a TM, 
sem delipidação do material fermentado.  
As reações foram realizadas em triplicata e acompanhadas durante 24 h. O 
teor de ácido oléico residual foi determinado pelo método de Lowry-Tynsley (ítem 
4.9.2); e a partir deste foi calculada a conversão em éster.  
Foram realizados ensaio-padrão (branco), com dois controles negativos, um 
com o FSG não fermentado e outro com o FSG fermentado e autoclavado após a 
fermentação.  
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4.8.1.4. Estudo Comparativo da Síntese do Oleato de Etila Utilizando a Enzima Livre 
e o Sólido Fermentado 
 
Para comparação entre os dois tipos de preparações enzimáticas, utilizou-
se o extrato lipolítico liofilizado preparado como descrito em 4.7.1.1 e o sólido 
liofilizado a partir de cultivos utilizando FSG. As condições utilizadas foram as 
mesmas otimizadas anteriormente (4.8.1.3).  
 
4.8.1.5. Efeito da Quantidade de Biocatalisador no Meio Reacional 
 
Com o objetivo diminuir o tempo de produção do oleato de etila utilizando-se o 
FSG fermentado, o éster foi produzido nas condições reacionais otimizadas (ítem 
4.8.1.3), variando apenas a quantidade do biocatalisador adicionado.  
Foram realizados também ensaio-padrão (branco), com dois controles 
negativos, um com o FSG não fermentado e outro com o FSG fermentado e 
autoclavado após a fermentação.  
 
4.8.1.6. Efeito do Tipo de Secagem do Sólido Fermentado  
 
A síntese do oleato de etila foi realizada em agitador orbital, a 200 rpm, e 
comparada em relação ao método de secagem do sólido FSG fermentado. Para 
tanto, o material foi liofilizado ou seco em estufa a 30, 40 e 500C e utilizado na 
reação de síntese nas condições reacionais otimizadas anteriormente: razão molar 
ácido/álcool 1:5 (70 mM de ácido e 350 mM de álcool), a 370C e 2618 U (284,8 
U/gss- 10,0 g de substrato fermentado e seco) em 60 mL de n-heptano.  
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4.8.1.7. Reutilização do Material Fermentado 
 
Estudou-se a possibilidade de reutilização do sólido FSG fermentado para a 
síntese do oleato de etila. Para tanto, após a primeira utilização, a massa do 
biocatalisador foi recuperada por centrifugação por 10 min a 10.000xg, lavada com 
n-heptano para eliminar todo o meio reacional e filtrada a vácuo. O biocatalisador 
reciclado foi então reutilizado para a esterificação do ácido oléico com etanol, em 
condições idênticas às anteriores.  Esse procedimento foi repetido por 14 vezes em 
um período de 60 dias utilizando a mesma amostra do biocatalisador. A cada vez 
que essa amostra foi reutilizada, ela foi pesada e o volume solvente e dos reagentes 
da reação foram corrigidos para um valor proporcional à quantidade do 
biocatalisador, visto que ocorreram pequenas perdas de massa do material no 
processo. 
Paralelamente ao estudo de reutilização do sólido fermentado (FSG), 
realizou-se um controle, utilizando para a síntese do oleato de etila amostras do 
material nunca utilizado antes, a fim de verificar se a lipase não estava perdendo 
atividade durante o armazenamento. O sólido FSG fermentado foi armazenado a 
4°C. 
 
4.8.1.8. Monitoramento de Síntese do Oleato de Etila e Purificação do Éster 
 
O monitoramento da reação de síntese nas condições otimizadas citadas em 
4.8.1.3 foi acompanhado durante 330 min, sendo retiradas alíquotas do meio 
reacional nos intervalos de tempo zero até 330 min. A conversão em éster foi 
avaliada pelo método de Lowry-Tinsley (ítem 4.9.2). No final, todo o volume 
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reacional contido no Erlenmeyer foi centrifugado (centrífuga marca Sigma) por 10 
min a 10000 xg, com objetivo de separar o biocatalisador do meio reacional. Após 
centrifugação, a amostra foi evaporada em rotaevaporador a 500C, e purificada em 
um Cromatotron, um equipamento automatizado de purificação de amostras por 
cromatografia, contendo sílica gel 60 ativada (Merck) como fase estacionária, com 
granulometria entre 0,063-0,200 mm. Foi utilizado o eluente éter de petróleo:éter 
etílico (9:1). Para cada amostra eluída do Cromatotron, foram coletadas 40 frações 
de 2 mL; e a eluição do produto foi acompanhada por cromatografia em camada 
delgada analítica (CCDA), conforme descrito no ítem 4.9.4. O solvente foi removido 
em rotaevaporador e as amostras foram re-solubilizadas na fase móvel 
acetonitrila:acetona (9:1) e analisadas por CLAE (4.10.1), contra um padrão 
comercial de oleato de etila e por RMN de 1H (4.10.2). 
Foram realizado ensaio-padrão (branco) com dois controles negativos um 
com o FSG não fermentado e outro com o FSG fermentado e autoclavado após a 
fermentação. O objetivo desta etapa era garantir que a catálise da reação de síntese 











4.9. MÉTODOS ANALÍTICOS 
 
4.9.1. Determinação da atividade lipolítica  
Para a determinação da atividade lipolítica, foram utilizados dois métodos: o 
método espectrofotométrico de hidrólise do palmitato de p-nitrofenila (pNPP, Sigma) 
e o método titulométrico em titulador automático do tipo pH-stat (Metrohm 718 Stat 
Tritino). Para ambos os métodos, a atividade expressa em U/gss (U) refere-se a 
unidades de atividade por grama de substrato seco e foi calculada multiplicando-se a 
atividade volumétrica pelo volume total de extrato lipolítico obtido através da 
extração da enzima do sólido fermentado (conforme o ítem 4.5.5) e dividindo-se o 
resultado pela massa de substrato seco utilizada no experimento. 
 
4.9.1.1. Método de hidrólise do pNPP 
Este método foi inicialmente descrito por Winkler e Stukmann (1979), sendo 
modificado por Lima (2004). Baseia-se na hidrólise do palmitato de p-nitrofenila 
(Figura 6) pela enzima, em meio aquoso contendo como surfactantes a goma 
arábica e o Triton X-100. A formação do p-nitrofenol (produto de hidrólise), de 


















Uma unidade de atividade enzimática é definida como a liberação de 1 µmol 
de pNP (p-nitrofenol) por minuto. A atividade enzimática foi calculada a partir do 
coeficiente de absortividade molar do p-nitrofenol, obtido a partir de uma curva de 
calibração do p-nitrofenol nas mesmas condições do ensaio. O coeficiente de 
extinção molar do pNPP em pH 7,0 (9,78.104 L.mol-1.cm-1) foi utilizado para 
relacionar a concentração do produto com a absorvância obtida na leitura de cada 
amostra. 
 
4.9.1.2. Método Titulométrico 
 
Ensaios de atividade frente a diferentes triacilgliceróis foram realizados 
utilizando a trioleína, tricaprilina e tributirina como substratos. A determinação da 
atividade de lipases por titulometria foi baseada no método proposto por Stuer et al. 
(1986), com modificações. O método baseia-se na titulação com NaOH dos ácidos 
graxos liberados pela ação da enzima a partir dos triacilgliceróis. 
Foram preparadas emulsões dos substratos e os ácidos graxos liberados, 
foram titulados com solução de NaOH 50 mM, em um titulador automático pH-stat 
(Metrohm 718 Stat Titrino). Cada ensaio foi realizado em um reator termostatizado 
(25 ºC) a pH 8,0. Para a tributirina e a tricaprilina, o meio reacional consistiu de 
tampão Tris-HCl 0,25 mM e NaCl 150 mM, 63 mM de tricaprilina ou 54 mM de 
tributirina. Quando foi utilizada a trioleína como substrato (62 mM), esta foi pre-
emulsificada com goma Arábica (3% m/v) e CaCl2 (2mM). Uma unidade de atividade 
enzimática foi definida como a liberação de 1 µmol de ácido graxo por minuto, nas 
condições do ensaio.  
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4.9.2. Método de Lowry–Tinsley 
 
Este método espectrométrico (Lowry e Tinsley, 1976) foi utilizado para 
quantificar o teor residual de ácidos graxos durante a síntese do oleato de etila. 
Trata-se de um método colorimétrico que mede a coloração do complexo azul-
esverdeado (715 nm) formado entre os íons Cobre II e os ácidos graxos livres, 










Figura 7. Complexo formado entre os íons Cobre II e os ácidos graxos livres. 
 
A conversão em éster foi calculada a partir do consumo do ácido graxo do meio 
reacional. A concentração de ácido graxo no meio foi relacionada à absorbância 
através da curva de calibração feita com ácido oléico (Carlo Erba, grau HPLC) e nas 





4.9.3. Determinação de Proteases 
 
 A dosagem de proteases totais nos extratos lipolíticos foi feita de acordo com 
o método proposto por Leighton et al. (1973), utilizando-se uma solução de 
azocaseína a pH 7,2 como substrato. Uma unidade de atividade enzimática foi 
definida como a quantidade de enzima capaz de produzir uma diferença de 
absorbância de 1,0, por h, a 37 ºC e por mL de solução enzimática.  
 
4.9.4. Determinação de Proteínas 
 
A dosagem de proteínas do extrato bruto foi feita de acordo com o método 
de Bradford (1976).  A concentração de proteínas foi calculada a partir de uma curva 
de calibração com o padrão soro-albumina bovina (BSA, Sigma).  
 
4.9.5. Cromatografia em Camada Delgada Analítica (CCDA) 
 
Cada amostra obtida na delipidação do sólido fermentado TM (ítem 4.7.1.3), 
e na purificação do oleato de etila realizada no Cromatotron (ítem 4.8.1.8) foi 
aplicada em uma cromatoplaca recoberta por uma camada de sílica gel contendo 
fluoreseceína (Merck), com auxílio de um tubo capilar. Após, as cromatoplacas 
foram transferidas para uma cuba de vidro hermeticamente fechada contendo éter 
de petróleo: éter etílico (9:1) como fase móvel. Após a eluição, as cromatoplacas 
foram retiradas da cuba de vidro e evaporadas a temperatura ambiente para 
posterior visualização das manchas, que foram primeiramente visualisadas em 
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câmera de UV a 254 nm, e em seguida, reveladas com iodo. 
 
4.10. MÉTODOS ANALÍTICOS INSTRUMENTAIS 
 
4.10.1. Cromatografia Líquida de Alta Eficiência (CLAE) 
 
As amostras contendo o oleato de etila, produzido e purificado conforme o 
ítem 4.8.1.8, foram analisadas por CLAE em um equipamento Shimadzu, modelo LC 
10 AD, provido de sistema de aquecimento de colunas CTO10A, amostrador 
automático SIL 10 A e sistema de controle e aquisição de dados CBM10A 
(Shimadzu, Kyoto, Japão). Os componentes das amostras foram detectados por 
refratometria diferencial, com detector Shimadzu, modelo RID 10 A. Os dados 
cromatográficos foram analisados por software CLASS 10 Shimadzu, através do 
qual se fez os respectivos cálculos de áreas. Todas as injeções foram realizadas por 
amostragem automática e o volume de injeção correspondeu a 20 µL. Foi usado o 
método de Cromatografia de Fase Reversa Quimicamente Ligada (C-18) foi realizado 
em coluna Waters Spherisorb (4,6x250 mm, 5 µm), mantida a 350C e eluída com 
acetonitrila: acetona, 9:1 (v/v) em eluição isocrática a 0,9 mL/min.  
A curva de calibração para análise quantitativa, por padronização externa, 
foi baseada na solução padrão comercial do oleato de etila (Sigma, 100 % de 
pureza) em concentrações variando de 0,20 a 1,5 mg/mL. Para cada quantificação 
foi construída uma nova curva de calibração. 
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4.10.2. Espectrometria de Ressonância Magnética Nuclear (RMN de 1H) 
 
O oleato de etila, produzido e purificado conforme o ítem 4.8.1.8, também foi 
caracterizado por RMN de 1H, com o objetivo de acompanhar as variações nos 
sinais dos hidrogênios característicos do ácido oléico e do oleato de etila. As 
análises de RMN de 1H foram realizadas em clorofórmio deuterado (CDCl3) em 
espectrômetro Bruker (Modelo Avance 400), operando a 9,4 Tesla, observando o 
núcleo de hidrogênio a 400,13 MHz. O espectrômetro foi equipado com uma sonda 
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5. RESULTADOS E DISCUSSÃO 
 
5.1. COMPOSIÇÃO FÍSICO-QUÍMICA DOS SUBSTRATOS  
 
Neste trabalho foram empregados os seguintes substratos: farelo de casca 
de trigo (FCT) e farelo de semente de girassol (FSG), preparados no laboratório e os 
resíduos agroindustriais torta de milho (TM) e farelo de cascas de milho (FCM), 
fornecidos pela Corn Products Brasil (Mogi das Cruzes, São Paulo).  
A Tabela 9 apresenta os resultados da composição físico-química dos 
substratos FSG, FCT, FCM e TM. As análises foram realizadas pelo CEPPA (Centro 
de Pesquisa e Processamento de Alimentos da UFPR) e pela Corn Products Brasil. 
Como pode ser observado na Tabela 9, o FSG possui elevado teor de lipídeos    
(25,9 %). O substrato TM possui elevado teor de proteínas (17 %) e fibras (12 %), 
mas baixo teor lipídico (2 %); enquanto o substrato FCM apresenta alto teor de 
proteínas (21 %), nenhum lipídeo (0 %) e fibras (9 %). Os resultados para FCT foram 
retirados da literatura (Franco, 2001) e representam a composição do farelo de trigo, 
um material semelhante ao utilizado neste trabalho. Estes resultados estão de 
acordo com a origem e o tipo de processamento que estes materiais sofreram antes 
de serem utilizados como substratos. O FSG foi preparado moendo-se sementes de 
girassol e classificando-se a farinha resultante e, portanto, por se tratar de um 
material integral, era de se esperar que o seu conteúdo lipídico fosse alto. A TM é 
um material obtido do processamento após a extração do óleo de milho, o que se 
percebe pelo seu conteúdo relativamente baixo em lipídeos. Por outro lado, o FCM é 
preparado a partir do glúten de milho, obtido através da separação e secagem das 
fibras de milho durante o processo de moagem úmida e enriquecida com água de 
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maceração concentrada, o que fica evidenciado pelo seu baixo conteúdo em 
lipídeos. 
 
Tabela 9. Composição físico-química dos substratos utilizados para produção de 
lipases por Burkholderia cepacia. 
Substrato Lipídeos % Carboidratos Proteínas % Fibras % 
FSG 25,9 45,7 18,0 28,5 
FCTa 2,8 56,7 14,5 33 
FCM 0 - 21,0 9,0 
TM 2,0 - 17,0 12,0 
 
a) Valor aproximado para farelo de cereais (Franco, 2001). 
 
5.2. ESTUDOS DE PRODUÇÃO DE LIPASES DE Burkholderia cepacia  
 
5.2.1. Ensaios preliminares 
 
Para verificar se a cepa estava produzindo lipase, ao longo deste trabalho, 
foram realizados testes sempre que foi realizada a FES, em duas etapas: a primeira 
em placas de Petri com meio em ágar contendo o corante Rodamina b e óleo de 
oliva e uma segunda etapa em meio líquido, acompanhando-se a atividade 
enzimática pela hidrólise do pNPP (ítem 4.9.1.1). A produção de lipase em placas de 
Petri foi confirmada pela presença de halos alaranjados, fosforescentes ao UV, após 
48 h de incubação em estufa a 290C (Figura 8). Após realizados estes testes 




Figura 8. Produção de lipase pela cepa Burkholderia cepacia em placas de Petri contendo 
ágar, óleo de oliva e Rodamina B. O resultado positivo é indicado pelo halo de 
fosforescência alaranjada que é visualizado quando a placa é irradiada ao UV em 365 nm. 
 
5.2.2. Cinética de Crescimento da Bactéria 
 
Para o estudo do efeito do inóculo na produção da enzima, foi inicialmente 
feita a cinética de crescimento da bactéria em meio líquido LB. Alíquotas do meio 
foram retiradas em determinados intervalos de tempo e a absorbância da amostra foi 
lida a 600 nm. Observou-se que a fase de adaptação do microrganismo ao meio 
(fase lag) ocorre durante as primeiras 5 h de incubação, conforme mostra a Figura 9. 
A fase exponencial de crescimento ocorre entre 6 e 11 h de cultivo, indicando ser 
este o período adequado para a transferência das células para o meio de 
fermentação, uma vez que as células estão jovens e multiplicando-se. 
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Figura 9. Cinética de crescimento da bactéria Burkholderia cepacia em meio LB, 
absorbância do meio lida a 600 nm. Experimentos realizados em triplicata a 29°C e 200 rpm. 
 
5.2.3. Efeito da Concentração de Indutor e Seleção do Substrato 
 
Um dos parâmetros mais importantes na produção de enzimas por FES é o 
tipo de substrato utilizado. Neste processo, o material sólido é insolúvel e age como 
suporte físico e como fonte de nutrientes para o crescimento do microrganismo. O 
material sólido poderá ser um substrato sólido natural, como resíduos da agricultura, 
ou um suporte inerte, como poliuretano ou resinas poliméricas (Pandey, 2003). 
Para verificar a produção da enzima utilizando como substrato farelo de 
casca de trigo, FCT, os cultivos foram realizados adicionando-se concentrações 
crescentes de óleo de oliva (0-5 % v/m). Os resultados mostraram um aumento de 
atividade lipolítica com o aumento da porcentagem de óleo adicionado nos cultivos 
com FCT (Figura 10), devido ao maior crescimento do microrganismo por maior 
disponibilidade de substrato. A maior atividade (227,5 U/gss) foi obtida após 72 h de 
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fermentação em meio contendo 5 % (v/m) de óleo de oliva. Comparativamente, 
foram realizados cultivos com o farelo de semente de girassol, FSG, substrato que 
apresenta como vantagem o seu alto conteúdo lipídico (25,9%, Tabela 9), tornando 
desnecessária a adição de indutores. Os resultados mostraram níveis de produção 
de lipases por B. cepacia em meio FSG semelhantes aos observados com FCT 
como substrato, 233 U/gss em 72 h de fermentação (Figura 10).  
Os dados aqui obtidos sobre a necessidade do indutor para a expressão de 
lipases estão de acordo com a literatura (Rodriguez et al., 2006; Jaeger et al., 1999). 
Os indutores utilizados na produção de lipases são os óleos vegetais (babaçu, 
girassol, oliva, soja, palma, canola, milho) e gorduras animais (Silva et al., 2005). 
Dos indutores citados, o óleo de oliva é o mais empregado, possivelmente devido à 
maior porcentagem de trioleína em sua composição, que é o substrato natural para 
lipases.   
É interessante notar que teores elevados de lipídeos (normalmente acima de 
1%), em processos de FS, podem inibir o crescimento do microrganismo e 
conseqüente diminuição da produção da lipase, o que aparentemente não ocorre em 
processos de FES, pois neste trabalho os teores de lipídeos para a máxima 
produção de lipase foram de 5% para FCT e de 25,9 % para FSG. A inibição do 
microrganismo ocorre provavelmente devido ao excesso de fonte de carbono e 
repressão da produção de metabólitos que estejam relacionados ao metabolismo do 
microrganismo (Freire, 1997).  
As atividades volumétricas (obtidas por extração da enzima do sólido 
fermentado) máximas verificadas neste experimento (Figura 10) nos cultivos em FES 
foram 41,6 U/mL em meio FCT com 5 % de óleo de oliva e 49,5 U/mL em meio FSG, 
com produtividades (valor de máxima atividade dividido tempo de fermentação) de 
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0,57 e 0,68 U/mL/h respectivamente.  
Os resultados obtidos neste trabalho superam os obtidos quando a bactéria 
foi cultivada em fermentação submersa (FS) - 33 U/mL, produtividade de 0,47  
U/mL/h de cultivo,  (Lima 2004 a,c) indicando que a produção de lipases por B. 
cepacia pode ser realizada em FES com bons rendimentos, apesar deste sistema 
ser pouco utilizado em literatura para cultivos com bactérias. 
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Figura 10. Produção de lipase por Burkholderia cepacia em fermentação no estado sólido. 
Meios de cultivo: (--) farelo de casca de trigo (FCT) + 1% de óleo de oliva; (--) FCT + 3% 
de óleo de oliva; (--) FCT +5% de óleo de oliva e (--) farelo de semente de girassol 
(FSG) sem óleo de oliva. Os ensaios foram realizados com umidade de 50 %. Experimentos 
realizados em triplicata com temperatura de 29°C. 
 
Comparando-se os resultados aqui obtidos (FSG, atividade de 233 U/gss, 
atividade volumétrica de 49,5 U/mL e produtividade de 0,68 U/mL/h), verifica-se que 
estes foram melhores do que a maioria dos reportados na literatura. Ul-Haq et al. 
(2002) realizaram estudos sobre a produção de lipases fúngicas de Rhizopus 
oligosporous em FES, sem adição de indutores. Eles estudaram diferentes resíduos 
agroindustriais, tais como o farelo de trigo, arroz e semente de soja, torta de girassol 
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e de amêndoa. Eles verificaram a produção máxima de enzima (48 U/gss) com a 
torta de amêndoa, após 72 h de fermentação. Cordova et al. (1998) também 
estudaram a produção de lipases fúngicas por FES, com os microrganismos 
Rhizomucor pusillus e R. rhizopodiformis, utilizando-se torta da extração do óleo de 
oliva e bagaço de cana-de-açúcar como substrato. Eles verificaram a produção 
máxima de lipase de R. pusillus (5,0 U/gss) e R. rhizopodiformis (2,7 U/gss) com o 
bagaço de cana-de-açúcar. Por outro lado, Diaz et al. (2006) estudaram a produção 
de lipases de R. homothallicus por FES, utilizando bagaço de cana de açúcar  como 
substrato e obtiveram uma atividade máxima de 1500 U/gss. Castilho et al. (2000) 
compararam a produção de lipases fúngicas de Penicillium restrictum por FES (torta 
de babaçu e 2 % óleo de oliva) e por FS (peptona de carne, extrato de leveduras e 
óleo de oliva). Eles verificaram uma menor atividade lipolítica na FES (5,8 U/mL em 
24 h) em relação a FS (17 U/mL em 64 h), mas com níveis de produtividades 
semelhantes na FES (0,24 U/mL/h) e FS (0,26 U/mL/h).  
 
5.2.4. Efeito da Umidade 
 
Os ensaios sobre o efeito da umidade na produção da enzima foram 
realizados utilizando-se FSG, pois além da enzima apresentar resultados próximos 
ao do FCT, este substrato não exigiu a adição de indutor, o que pode diminuir os 
custos de produção da enzima. Foram avaliados valores de umidade de 35, 45, 55 e 
65%. Os ensaios foram realizados sobre o efeito da umidade na produção de 
enzimas com o FSG e mostraram um melhor resultado com 55% de umidade, com 
atividade lipolítica de 240 U/gss, seguido da fermentação realizada com 65% de 
umidade, com atividade lipolítica de 220,2 U/gss (Figura 11). Não ocorreu produção 
de lipases em cultivos realizados com 35% de umidade.  
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Todos os experimentos apresentaram o melhor resultado em 72 h de 
fermentação. Após este período ocorre decréscimo da atividade, provavelmente 
devido à produção de proteases, já que a dosagem de proteases (ítem 4.9.3, 
Materiais e Métodos) no meio revelou uma atividade proteolítica de 58,4 U/gss. 
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Figura 11. Produção de lipase por Burkholderia cepacia em fermentação no estado sólido 
variando a umidade. Meios de cultivo: (--) farelo de semente de girassol (FSG) com 35% 
de umidade; (--) FSG com 45% umidade; (--) FSG com 55% de umidade e (--) FSG 
com 65% umidade. Todos os experimentos realizados em triplicata a 29°C. 
 
Na FES, a água está envolvida i) na produção da biomassa e nas reações 
metabólicas; ii) nas atividades enzimáticas e iii) nutrientes, metabólitos 
extracelulares e transporte de gases. A quantidade de água é considerada ótima no 
ponto de saturação do substrato e dependendo do tipo de substrato, pode variar 
entre 30 e 85 % (Bellon-Maurel et al., 2003). Como já mencionado na literatura, 
teores reduzidos de umidade desfavorecem o desenvolvimento bacteriano (Mitchell 
et al., 2001), pois torna-se difícil o acesso aos nutrientes.  
Por outro lado, teores elevados de umidade diminuem a porosidade do 
substrato, reduzindo a difusão de oxigênio e o crescimento bacteriano, aumentando 
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o risco de contaminação (Ramachandran et al., 2004; Pandey, 2003).   
 
5.2.5. Efeito da Temperatura 
 
Foram realizados ensaios para verificar o efeito da temperatura na produção 
da enzima, utilizando-se FSG e a faixa de temperaturas de 29 a 40°C (Figura 12).  
O melhor resultado (247 U/gss) foi obtido com temperatura de 29°C. Em 
seguida, o aumento da temperatura causou um decréscimo na produção de lipase 
(195 e 100 U/gss para 33 e 36ºC, respectivamente).  
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Figura 12. Produção de lipase por Burkholderia cepacia em fermentação no estado sólido 
variando a temperatura. Meios de cultivo: (--) farelo de semente de girassol (FSG) a 29°C;  
(--) FSG a 33°C; (--) FSG a 36°C e (--) FSG a 40°C. Todos os experimentos foram 
realizados em triplicata. 
 
Na temperatura de 40°C verificou-se que não ocorreu a produção de lipases. 
Todos os experimentos apresentaram o melhor resultado após 72 h de fermentação.  
A baixa produção de lipases em temperaturas acima de 29ºC pode ser atribuída ao 
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decréscimo do crescimento da bactéria, pois as temperaturas obtidas neste trabalho 
coincidem com a melhor obtida para o crescimento da bactéria em placas de Petri 
(Lima, 2004).   
A temperatura é um dos parâmetros mais importante da FES, pois afeta o 
crescimento do microrganismo e a formação de produto. Durante a FES, ocorre a 
geração de calor, que é proporcional a atividade metabólica do microrganismo. Os 
materiais sólidos inertes utilizados na FES possuem baixa condutividade térmica; 
então, temperaturas muito elevadas poderão desnaturar os produtos formados, 
como as enzimas. Os resultados obtidos em função da temperatura são importantes 
para a otimização do processo FES em biorreatores, onde as temperaturas no 
interior do leito durante o cultivo podem atingir até 45 ºC devido às reações 
metabólicas (Mitchell et al, 2006 a,b). Para o cultivo da B. cepacia em escala-piloto 
para produção de lipases ficou então evidenciado que há necessidade de 
refrigeração do leito e que os eventos de agitação deverão ser freqüentes para 
impedir que a temperatura aumente além dos 30 ºC, o que poderá encarecer o 
processo. 
A temperatura ótima para a produção da lipase aqui encontrada não é muito 
diferente da relatada em literatura para as lipases e outras enzimas produzidas por 
FES e por fermentação submersa para microrganismos mesófilos onde a faixa de 
temperatura encontrada para a máxima produção está entre 25 e 40ºC. 
Ramachandran et al. (2004) e Ul-Haq et al. (2002) reportaram que é de 30°C a 
temperatura ótima para a lipase de R. oligosporous, enquanto que Diaz et al. (2006) 
reportaram que é de 40ºC para  a lipase de R. homothallicus, cultivada em bagaço 





5.3. PRODUÇÃO DE LIPASES UTILIZANDO RESÍDUOS AGROINDUSTRIAIS  
 
Nos experimentos anteriores, o principal substrato (FSG) foi preparado no 
laboratório, a partir de sementes de girassol. Nesta etapa do trabalho, o objetivo foi 
estudar a produção da lipase utilizando um resíduo da agroindústria; a torta de milho 
(TM), um subproduto do processamento de milho, fornecido pela Corn Products 
Brasil, cuja composição físico-química está mostrada na Tabela 9. 






















Tempo de fermentação (h)
 
Figura 13. Produção de lipase por Burkholderia cepacia em fermentação no estado sólido. 
Meios de cultivo: (--) torta de milho (TM) com 0% de óleo de milho; (--) TM com 1% de 
óleo de milho; (--) TM com 3% de óleo de milho; (--) TM com 5% de óleo de milho. Os 
ensaios foram realizados com umidade de 55 %. Experimentos realizados em triplicata com 
temperatura de 29°C. 
 
Os resultados referentes ao farelo de casca de milho (FCM) não estão 
apresentados na Figura 13, pois não houve produção de lipase mesmo com a 
adição de 5 % de indutor (óleo de milho). Analisando-se a composição físico-química 
deste resíduo (Tabela 9) verifica-se que realmente o resíduo FCM é muito pobre em 
lipídeos, o que explica a ausência da produção de lipases.  
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Utilizando a torta de milho (TM), foram feitos cultivos sem adição e com 
adição de 1, 3 e 5 % (v/m) de óleo de milho, devido ao baixo teor de óleo contido 
neste substrato (2 %). Os resultados mostraram que a produção de lipases é 
diretamente proporcional à concentração do indutor, sendo a maior atividade (110 
U/gss) foi obtida com 5% de óleo, após 72 h de fermentação (Figura 13).  Estes 
resultados mostraram que a produção de lipases por B. cepacia pode ser realizada 
na torta de milho fornecida pela indústria, com rendimentos menores (aprox. 50 % 
menos) do que os atingidos com substratos mais ricos como o FSG. Estes 
resultados já eram esperados, uma vez que o teor de lipídeos presentes no FSG 
(25,9 %) é cerca de três vezes maior do que o da TM adicionada de 5% de óleo 
(7%). Embora não tenha sido muito satisfatório, este resultado é importante, 
considerando a possibilidade de utilização de um resíduo que é normalmente sub-
utilizado pela indústria.  
 
5.4. CARACTERIZAÇÃO DO EXTRATO LIPOLÍTICO BRUTO 
   
5.4.1 Preparação do Extrato Bruto 
 
Estes experimentos foram realizados para verificar o efeito de diferentes 
tratamentos no extrato bruto produzido por FES, para a sua posterior caracterização 
e utilização em ensaios de biocatálise. É importante ressaltar que o material utilizado 
em biocatálise em solventes orgânicos deve ser seco para evitar a interferência da 
água nas reações de síntese.  
O extrato lipolítico foi produzido com o substrato FSG nas condições 
otimizadas previamente (29°C, 72 h, 55% de umidade) e extraído com uma solução 
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de NaCl 2% (m/v), e em seguida submetido aos diferentes tratamentos (precipitação, 
diálise e liofilização). Os resultados foram comparados e estão apresentados na 
Tabela 10. 
 
Tabela 10. Efeito de diferentes tratamentos no extrato lipolítico produzido por 
Burkholderia cepacia cultivada em meio sólido, com farelo de semente de girassol 
(FSG) como substrato. 
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Purificação 

































5,0 30,6 153,0 0,7 43,7 94 0,7 
EB liofilizado 10  
 
29,3 292,5 0,5 58 98 1,0 































   a) Extrato Bruto. 
 
Analisando os dados da Tabela 10, verifica-se que ocorreu uma perda de 
atividade de 40 % durante a diálise e apenas 6% durante a precipitação com sulfato 
de amônio. Quando o extrato bruto foi liofilizado diretamente, a perda de atividade 
pode ser considerada desprezível, sendo de apenas 2 %.  
Os melhores tratamentos para obtenção do extrato lipolítico seco foram a 
liofilização direta do material, com recuperação de atividade de 98 % e, a 
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precipitação com sulfato de amônio e diálise, seguida da liofilização, com 
recuperação de atividade de 87%, respectivamente. Para os estudos de biocatálise, 
compararam-se os diferentes tratamentos do extrato lipolítico na síntese do oleato 
de etila. 
 
5.4.2. Atividade do Extrato Lipolítico  
 
A atividade lipolítica do extrato enzimático (sem tratamento prévio) 
produzido com FSG foi determinada em meio aquoso segundo dois métodos: 
método da hidrólise do pNPP e método titulométrico, este último com três substratos 
– tributirina, tricaprilina e trioleína (4.9.1, Materiais e Métodos).  O objetivo deste 
ensaio foi confirmar a presença de lipases ditas “verdadeiras” (Lima, 2004) no 
extrato, uma vez que a dosagem da atividade enzimática até aqui foi feita com um 
substrato não-natural para lipases – palmitato de p-nitrofenila.  
Os resultados apresentados na Tabela 11 mostram que para os 
triglicerídeos, a atividade volumétrica é maior com o aumento da cadeia do ácido 
graxo, o que confirma a existência de lipases no extrato. Com a trioleína o valor 
obtido foi de 379 U/gss, que é maior do que o obtido na hidrólise do pNPP            









Tabela 11. Atividade do extrato lipolítico de Burkholderia cepacia produzido por FES. 














370C; pH 8,0; 
goma arábica e 
Triton X-100  





250C; pH 8,0;  
Tris-HCl e NaCl  





250C; pH 8,0;  
Tris-HCl e NaCl 





250C; pH 8,0;  
Tris-HCl e 
NaCl; goma 
Arábica e CaCl2 
87 55 379 
 
a) U/mL do extrato bruto 
b) U/gss = unidades de atividade por grama de substrato seco. 
 
5.5. CARACTERIZAÇÃO DO SÓLIDO FERMENTADO  
 
5.5.1. Preparação das Amostras  
 
Estes ensaios visaram a preparação e o estudo do comportamento dos 
sólidos fermentados para posterior utilização em biocatálise. Foram utilizados os 
sólidos fermentados torta de milho (TM) e farelo de semente de girassol (FSG), 
produzidos nas condições otimizadas nos experimentos anteriores, com atividades 
de 115,7 U/gss e 280 U/gss, respectivamente. Estas atividades foram dosadas no 







5.5.1.1. Efeito da Liofilização na Atividade Enzimática do Sólido Fermentado 
 
Como pode ser observado na Tabela 12, a perda de atividade enzimática 
durante a liofilização foi mínima (1%), mostrando que este processo foi adequado 
para a secagem do sólido contendo a enzima e, portanto pode ser utilizado em 
reações biocatalisadas.  
 
Tabela 12. Efeito da liofilização na atividade enzimática do sólido fermentado. A 
atividade foi dosada no extrato bruto pelo método de hidrólise do pNPP. 




Perda de Atividade 
(%) 
TMa Antes de liofilizar 115,7 0 
TMa Após liofilizar 114,9 1 
FSGb Antes de liofilizar 280,0 0 
FSGb Após liofilizar 276,3 1 
a) TM – torta de milho; b) FSG – Farelo semente de girassol. 
 
5.5.1.2. Estabilidade do Sólido Fermentado Liofilizado frente à temperatura e 
Estocagem 
 
Para verificar a estabilidade do sólido liofilizado com relação à temperatura, 
o material liofilizado (10 g) foi armazenado nas temperaturas de –18 °C, 0, 4 e 25 ºC 
(temperatura ambiente) e a atividade foi determinada durante três meses segundo o 





Tabela 13. Estabilidade da Torta de Milho (TM) e Farelo de Semente de Girassol 
(FSG) liofilizados com relação à temperatura e tempo de estocagem.  
Substrato Condições do Ensaio Atividade 
Lipolíticaa (U/gss) 
Perda de Atividade 
(%) 















TM Após 60 dias 
30 0C (contaminou) 
4 0C 
0 0C 











TM Após 90 dias 
4 0C 
0 0C 
























FSG Após 60 dias 
30 0C (contaminou) 
4 0C 
0 0C 











FSG Após 90 dias 
4 0C 
0 0C 









a) U/gss- Unidades de atividade por grama de substrato seco . 
 
Verificou-se que a melhor temperatura para armazenar os sólidos liofilizados 
é 40C, pois nestas condições a enzima perdeu, após 90 dias, apenas 27,8 % de 
atividade com o substrato torta de milho (TM) e 12 % de atividade com o farelo de 
semente de girassol (FSG). A temperatura ambiente, a enzima perdeu 17,0 % (TM) 
e 20 % (FSG) de sua atividade após 30 dias de armazenamento, ocorrendo a 
contaminação dos sólidos fermentados.  
A menor estabilidade ocorreu temperatura de - 180C, com perdas de 53,7 % 
para TM e 45 % para FSG após 90 dias. Esta baixa estabilidade pode ser atribuída à 
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desnaturação da enzima pelo congelamento, um fenômeno que pode ocorrer para 
outras enzimas (Villeneuve et al., 2000). 
Considerando-se que a menor perda de atividade ocorreu a 40C, optou-se 
em armazenar os sólidos liofilizados (TM e FSG) nesta temperatura.  
 
5.5.1.3. Delipidação do Material Fermentado 
 
Os estudos de delipidação (ítem 4.7.1.3, Materiais e Métodos) foram 
realizad0os apenas para o substrato TM.  
A eliminação dos lipídeos do material fermentado pode ser importante por 
duas principais razões: a) os lipídeos complexam com a enzima, produzindo 
agregados de alta massa molar, e que podem diminuir a sua atividade e b) o extrato 
bruto contendo lipídeos, pode interferir nas reações de síntese, pois eles são os 
substratos naturais da enzima. Assim, foram realizados experimentos de remoção 
dos lipídeos com 10 extrações sucessivas da mistura clorofórmio/n-butanol (9:1), 
quando, por CCDA, não foram verificados mais resíduos deste material.  
Verificou-se que a lipase manteve-se bastante estável durante a 
delipidação. A atividade enzimática antes da delipidação foi de 120 U/gss e após a 
delipidação apresentou um decréscimo de apenas 10 % na atividade (108 U/gss).    
Quando se trata de delipidação usando solventes orgânicos, deve-se 
ressaltar a importância da estabilidade da enzima frente a este tratamento que, em 
média, tende a durar mais de 2 h até que o material lipídico seja eliminado. Os 
resultados aqui obtidos com o sistema clorofórmio/butanol são importantes, pois 
mostraram que o extrato lipolítico é muito estável. Poucas enzimas possuem o 
potencial de continuarem ativas após o contato com solventes orgânicos, sejam eles 
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puros ou em misturas.  
A lipase de Penicillium corylophilum, por exemplo, é muito estável em 
heptano (130% de atividade residual após 30 min de incubação), mas apresenta 
pouca estabilidade em n-butanol (1,7% de atividade residual após 30 min de 
incubação) (Baron et al., 2005). Rahman et al. (2005) incubaram a lipase de 
Pseudomonas sp. durante 2 h em vários solventes e a atividade residual máxima foi 
de 44,5% em 1-pentanol. A mesma lipase perdeu toda atividade na presença de n-
hexano e apresentou uma atividade residual de apenas 5% após ser incubada em 
clorofórmio por 2 h. 
 
5.6. BIOCATÁLISE: ESTUDO E OTIMIZAÇÃO DA REAÇÃO DE SÍNTESE DO 
OLEATO DE ETILA 
 
Os estudos de síntese foram constituídos de duas partes, inicialmente foi 
utilizado o sólido fermentado (adição direta) e, a seguir realizou-se a comparação 
com a utilização do extrato lipolítico obtido através de diferentes tratamentos (diálise, 
precipitação com sulfato de amônio e liofilização). 
 
5.6.1. Adição Direta do Material Fermentado 
 
Nesta etapa do trabalho, foi escolhida a TM como substrato para produção 
de lipases, para iniciar os estudos sobre a síntese do éster. Este substrato foi 
escolhido porque era importante demonstrar a possibilidade de utilização de um 
subproduto industrial em biocatálise. Após serem realizados os estudos com a TM, 
iniciaram-se os estudos com o FSG, pois este substrato apresentou maior 
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disponibilidade e a enzima produzida apresentou maior atividade. 
 
5.6.1.1. Ensaios Prévios utilizando a Enzima Produzida com a Torta de Milho  
 
A torta de milho (TM) contendo 55 % de umidade e 5 % (v/m) de óleo de 
milho foi fermentada a 290C durante 72 h e liofilizada. Determinou-se a atividade 
lipolítica do extrato bruto obtido a partir do sólido fermentado que foi de 120 U/gss.  
Em todas as reações de síntese do oleato de etila foram realizados sempre 
dois controles negativos, um com a TM não fermentada e outro com a TM 
fermentada e autoclavada após a fermentação. O objetivo desta etapa era garantir 
que a catálise da reação de síntese do oleato de etila estava realmente sendo 
catalisada pela lipase. Como o método utilizado (Lowry-Tinsley, 4.9.2) dosa ácidos 
graxos livres do meio reacional, o seu consumo poderia ser causado por adsorção 
do substrato na superfície do sólido.  
Ensaios prévios utilizando-se 30 unidades enzimáticas (U) do material 
delipidado (110 U/gss), em n-heptano, a 30, 37 e 430C, com uma razão molar 1:3 
(ácido/álcool), mostraram que a enzima catalisou a síntese do oleato de etila, após 
24 h de reação (Tabela 14), com a melhor conversão em éster (100 %) obtida a 
370C, tendo em vista que no controle negativo não houve diminuição do ácido graxo 







Tabela 14. Resultados experimentais dos estudos prévios da síntese do éster oleato 
de etila utilizando a torta de milho fermentada com Burkholderia cepacia.  







24 h (%) 
Amostras 
delipidadas 
   
1 30 1:3 90 
2b  37 1:3 100 (± 3) 
3 43 1:3 77,5 
 RM - Razão Molar 
 Experimentos realizados em triplicata 
 
Após realizados os ensaios prévios de síntese do oleato de etila, iniciaram-se 
os estudos para determinar o efeito da delipidação do sólido na reação de conversão 
em oleato de etila. O objetivo destes experimentos foi diminuir as etapas do 
processo de preparação da amostra, já que até aqui os experimentos tinham sido 
realizados com o material delipidado. Os ensaios foram realizados na melhor 
condição de síntese obtida anteriormente (Tabela 14): 370C; razão molar 1:3 
(ácido/álcool) e com 30 U do material fermentado adicionadas ao meio reacional 
(delipidado ou não-delipidado), com atividade de 108 U/gss para o delipidado e    
120 U/gss para o não-delipidado.  
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Tempo de reação (h)
 
Figura 14. Variação na conversão do oleato de etila em função do tempo utilizando-se o 
sólido fermentado, contendo a lipase de Burkholderia cepacia produzida por FES. Sólido 
delipidado (--) e não-delipidado (--). Os ensaios foram realizados a 37 °C em n-heptano, 
com razão molar 1:3 (ácido:álcool) e quantidade de sólido suficiente para obter uma 
atividade lipolítica de 30 U. 
 
Verificou-se que as cinéticas das reações catalisadas pelos dois materiais 
foram bem semelhantes, havendo uma pequena diferença nos teores finais de 
conversão; sendo de 100% para o material delipidado e 97,4 % para o material não-
delipidado, após 24 h. Estes resultados demonstraram que não havia necessidade 
de delipidação prévia da amostra, e por isso, todos os estudos de síntese descritos a 
seguir foram realizados sem a delipidação do material (Figura 14). 
Foi verificado nestes experimentos (Figura 14) que não ocorreu reação de 
hidrólise. O próprio substrato (TM) funcionou como uma “peneira molecular”, 




5.6.1.2. Otimização das Condições de Síntese do Oleato de Etila por Delineamento 
Fatorial  
 
Após realizados os estudos prévios de síntese do oleato de etila (Figura 15), 
foram testados os efeitos dos parâmetros temperatura, concentração da enzima e 
razão molar ácido/álcool na reação de síntese do éster, através de um delineamento 




Figura 15.  Reação de síntese do oleato de etila catalisada pela lipase. 
 
A Tabela 15 apresenta os resultados experimentais do delineamento fatorial 
aplicado no estudo da síntese do oleato de etila, bem como, as variáveis e níveis 
estudados. A Tabela 16 apresenta os efeitos das variáveis, calculados a partir dos 
resultados experimentais da Tabela 10 e da equação 1. 
EP = 2 [  y+ -  y - ] / (b2)                                               (Eq. 01) 
 
Onde: EP = Efeitos principais     
           b = número total de experimentos                                                                                           
                       Y+  = níveis dos parâmetros + (430C; 90 U; RM 1:7)       

















acido oleico etanol oleato de etila
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Tabela 15. Resultados experimentais do delineamento fatorial 23 aplicado no estudo 
da síntese do oleato de etila, utilizando-se o sólido fermentado contendo a lipase de 
Burkholderia cepacia. 
 




RM a  
ácido: álcool 
Rendimento 
após 18 h (%) 
1 30 90 1:7 64 
2 30 30 1:7 70 
3 43 90 1:3 51 
4 43 30 1:3 21 
5b 37 60 1:5 94  
6 43 90 1:7 82 
7 30 30 1:3 50 
8 43 30 1:7 41 
9 30 90 1:3 69 
 
a) RM = Razão Molar. A concentração de ácido oléico em cada experimento foi de 70 mM. 
b) Experimento 5 realizado em triplicata. O desvio padrão relativo para este experimento foi de ± 2,0. 
 
Tabela 16. Valores dos efeitos das variáveis importantes do planejamento fatorial 
sobre os rendimentos da síntese do oleato de etila catalisada pelo sólido fermentado 
contendo a lipase de Burkholderia cepacia. 
 
Variáveis Efeitos 
T (°C) -14 
Unidades Totais (U)a + 22 
RM + 17 
T x U + 14 
T x RM - 46 
Atividade x RM - 3 
T x Atividade x RM + 9 
              a) Unidades Totais (U): quantidade de enzima utilizada nos experimentos. 
               DPR (desvio padrão relativo)=  ± 1,67  
 
A partir dos resultados obtidos na Tabela 15 foi possível calcular o desvio 
padrão relativo (DPR), que foi de ± 1,67 para o rendimento da reação. 
Para medir a influência de cada variável na reação, foi calculada a 
 81
 
contribuição de cada variável na formação do éster. Para tal, fez-se o uso do 
esquema de sinais da Tabela 8 (4.8.1.2, Materiais e Métodos), atribuindo-se a cada 
valor de rendimento do éster o sinal correspondente a cada uma das condições 
estudadas. Em seguida, procedeu-se a somatória dos valores respeitando os sinais 
atribuídos e o resultado foi dividido por quatro (b2), o que corresponde ao número de 
contrastes. 
Em primeira análise, é possível observar que todas as variáveis 
(Temperatura, Unidades Totais e RM) apresentaram influência nas respostas 
monitoradas, pois os valores dos efeitos foram superiores (-14; +22 e + 17) ao 
desvio padrão característico das correspondentes variáveis–resposta (± 1,67).  
O efeito individual mais significativo (+22) foi o parâmetro “Unidades Totais”, 
que representa a quantidade de enzima utilizada no experimento, como já era de se 
esperar. Quando este parâmetro passa de 30 U (nível menos) para 90 U (nível 
mais), verifica-se um aumento de 20 pontos percentuais no rendimento da reação. 
Desta forma, para maximizar a resposta, levando-se em consideração apenas o 
parâmetro U, altos valores são recomendados. 
O segundo parâmetro em importância foi a razão molar (ácido:álcool), RM, 
significativo em +17. Quando a RM é mudada do nível menos (1:3) para o nível mais 
(1:7), o sistema apresenta um aumento médio de 22 pontos percentuais no 
rendimento. Desta forma, para maximizar a resposta, levando-se em consideração 
apenas o parâmetro RM, valores elevados são recomendados. 
Ao contrário dos anteriores, o terceiro efeito em importância (temperatura,      
- 14) foi negativo, ou seja, o aumento da temperatura do nível menos (300C) para o 
nível mais (430C), causa um decréscimo de aproximadamente 14 pontos percentuais 
no rendimento da reação. Desta forma, para maximizar a resposta, levando-se em 
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consideração apenas o parâmetro temperatura, valores de temperatura baixos são 
recomendados. 
Analisando-se os efeitos de segunda ordem, ou seja, aqueles resultantes da 
interação entre duas variáveis, verificam-se valores mais expressivos e negativos          
(-46) para a interação RM e Temperatura e em segundo lugar, para a interação 
Temperatura e Unidades Totais (U), (+14). Em razão da forte interação entre as 
variáveis, os resultados devem ser analisados em conjunto. Para facilitar esta 
análise, uma representação geométrica do sistema envolvendo as duas variáveis é 
apresentada na Figura 16.  
 
 






















Figura 16. Efeito da temperatura (300C, nível - e 430C, nível +) e quantidade de enzima (U 
totais, 30 nível - e 90 nível +) no rendimento da síntese do oleato de etila utilizando-se o 
sólido fermentado contendo a lipase produzida por Burkholderia cepacia. Condições: 18 h 
de reação.  
 
Avaliando-se a tendência das respostas, verifica-se no cubo da Figura 16 um 
ponto de máxima (vértice superior direito, rendimento de 82%), que pode ser 









(vértice superior direito). Por outro lado, o máximo de rendimento é atingido no ponto 
central: as melhores condições para a produção do éster obtidas através do 
delineamento fatorial 23 foram 37°C, RM (álcool/lácido) 1:5 e 60 U, com um 
rendimento de 94% em 18 h de reação com um tempo de conversão de éster menor 
(18 h) quando comparado com os resultados anteriores (24 h, ítem 5.6.1.1). 
A utilização de sólidos fermentados diretamente em biocatálise está 
escassamente relatada em literatura, tendo sido encontrado apenas um trabalho na 
literatura, que é o trabalho de Nagy et al. (2006). Estes autores reportaram um 
“screening” de cepas de fungos filamentosos mesófilos, cultivados por FES, com o 
objetivo de verificar a atividade lipolítica e a enantiosseletividade das lipases em 
resoluções cinéticas utilizando-se a adição direta dos sólidos fermentados e secos 
(farelo de trigo e óleo de oliva como fonte de carbono). Das 38 cepas estudadas, 
todas produziram lipases e a maioria foi enantioseletiva na resolução cinética de 
acetilação de álcoois racêmicos secundários (rac-1a-c). Outros resultados recentes 
de nosso grupo de pesquisa (Saad, 2005) mostraram que o sólido fermentado 
idêntico ao aqui utilizado (TM) pode ser utilizado diretamente na síntese do 
biodiesel, em reação de transesterificação entre o óleo de milho e o etanol, nas 
condições de 370C, RM (álcool/ácido) 5:1 e 60 U de atividade lipolítica adicionada, 
obtendo-se um rendimento de 95% após 120 h de reação. É interessante ressaltar 
que a adição direta de sólidos fermentados e secos na mistura reacional poderá 
gerar contaminantes no meio reacional, tanto pelo substrato sólido como pelo 
microrganismo. Como os contaminantes não representam um problema na produção 
de ésteres (oleato de etila e ésteres do biodiesel), estes compostos poderão ser 




5.6.1.3. Estudo de Síntese do Oleato de Etila utilizando a Enzima Produzida com 
Farelo de Girassol 
 
Após otimizadas as condições de síntese do oleato de etila, utilizando-se a 
TM como substrato, iniciaram-se os estudos comparativos, utilizando-se o FSG 
como substrato. Em todas as reações de síntese foram realizados sempre dois 
controles negativos, um com o FSG não fermentado e outro com o FSG fermentado 
e autoclavado após a fermentação. As reações foram realizadas em agitador orbital, 
na melhor condição (370C, 60 Unidades Totais e RM 1:5) otimizada previamente 
com a TM. As reações foram realizadas sempre em triplicata, e acompanhadas 
durante 24 h. Os resultados estão apresentados na Figura 17. 






















Figura 17. Síntese do oleato de etila utlizando-se o sólido fermentado (FSG) contendo a 
lipase de Burkholderia cepacia produzida por FES. Condições: 370C, 60 Unidades Totais 
(U), RM 1:5.  
 
Verificou-se que apesar do rendimento da síntese do oleato de etila 
utilizando FSG ser menor (76 % ± 2,9) do que com a utilização da TM (94 % ± 2), o 
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tempo necessário para atingir o equilíbrio foi menor com a FSG (8 h), quando 
comparado com a TM (18 h). Isto comprova que, além do FSG ser um ótimo 
substrato para a produção de lipases, pois o seu alto conteúdo lipídico (25,9%) torna 
desnecessária a adição de indutores, este substrato fermentado também pode ser 
utilizado em reações de síntese. 
 
5.6.1.4. Estudo Comparativo da Síntese do Oleato de Etila Utilizando a Enzima Livre 
e o Sólido Fermentado 
 
Para comparação entre os três tipos de preparações enzimáticas, utilizou-se 
o extrato lipolítico preparado conforme descrito anteriormente em 5.4.1 e o sólido 
liofilizado a partir de cultivos utilizando FSG. As condições utilizadas foram as 
mesmas otimizadas anteriormente - 370C; RM 1:5 e 60 U  de atividade enzimática. 
As reações foram realizadas em meio n-heptano e o rendimento de éster foi avaliado 
pelo método de Lowry-Tinsley (item 4.9.2). 
A Figura 18 mostra os resultados comparativos da síntese do oleato de etila 
utilizando a enzima livre nas diferentes preparações. 
Conforme mostrado na Figura 18, a melhor preparação enzimática para a 
produção do éster foi o extrato bruto precipitado com sulfato de amônio, dialisado e 
liofilizado, com um rendimento de 65,5% ± 2,2, após 24 h de reação. O rendimento 
da reação de síntese de éster, utilizando o extrato bruto dialisado e liofilizado, 
apresentou um rendimento muito próximo ao do extrato precipitado (63% ± 4,0, após 
12 h de reação). O menor rendimento foi obtido com o extrato bruto sem purificação 





























Figura 18. Síntese do oleato de etila utilizando a enzima livre: (--) extrato enzimático 
liofilizado; (--) extrato enzimático dialisado e liofilizado; (--) extrato enzimático precipitado 
com sulfato de amônio, dialisado e liofilizado. Condições: 370C, 60 Unidades Totais (U), RM 
1:5.  
 
Verificou-se, portanto, que o rendimento da reação de síntese do oleato de 
etila utilizando a enzima livre foi menor (65,5% ± 2,2%) do que o obtido com o sólido 
fermentado (Figura 14 - 76,4% ± 2,9, após 8 h de reação).  
Resultados obtidos por outros autores que compararam o desempenho de 
enzimas imobilizadas com a enzima livre na forma de pó liofilizado mostraram que 
quase sempre a enzima imobilizada apresenta maior atividade. O fato de 
preparações enzimáticas liofilizadas não serem bons catalisadores em biocatálise 
em meio orgânico tem sido atribuído a problemas difusionais, causados pela 





5.6.1.5. Efeito da Quantidade de Biocatalisador no Meio Reacional 
 
Com o objetivo de diminuir o tempo de produção do éster oleato de etila, 
utilizando-se sólido fermentado (FSG), o éster foi produzido nas condições 
reacionais otimizadas aumentando-se o volume do meio reacional e a quantidade de 
biocatalisador de 60 U para 2618 U (284,8 U/gss, correspondendo 10,0 g de 
substrato fermentado e liofilizado), ou seja, utilizou-se todo o sólido fermentado em 
60 mL de n-heptano, contendo 70 mM de ácido e 350 mM de álcool, mantendo-se a 
RM. A cinética da reação foi acompanhada durante 350 min.  





















Tempo da reação (min)
 
Figura 19. Cinética de síntese do oleato de etila utilizando a adição direta do sólido 
fermentado (FSG) contendo a lipase de Burkholderia cepacia produzida por FES. 
Condições: 60 mL de n-heptano, 10,0 g do substrato fermentado liofilizado, 284,8U/gss 
(2618 Unidades Totais, U), e RM (ácido:álcool)1:5, 370C. 
 
 
Ao analisar a Figura 19, verifica-se que quando o aumento da quantidade de 
biocatalisador de 60 U (76,4 % ± 2,9) para 2618 U o rendimento é aumentado para 
96,2 % ± 1,5 e o tempo necessário para atingir o equilíbrio diminui de 8h para 3h. 
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5.6.1.6. Efeito do Tipo de Secagem do Sólido Fermentado  
 
Considerando os custos do processo de liofilização, foi estudado o efeito do 
tipo de secagem do sólido fermentado (FSG) na síntese do oleato de etila. Para 
tanto, o sólido fermentado foi seco em liofilizador (48 h) e em estufa (48 h) em 
diferentes temperaturas (30, 40 e 500C) e em seguida submetido à extração para 
dosagem da atividade da enzima pelo método do pNPP (4.9.1.1, Materiais e 
Métodos). Outras amostras equivalentes foram utilizadas nas reações de síntese. A 
Tabela 17 compara a atividade enzimática do sólido fermentado nos dois processos 
utilizados para a secagem do material. 
 
Tabela 17. Efeito do tipo de secagem (liofilização e secagem em estufa) na atividade 







Perda de Atividade 
(%) 
Antes de liofilizar 55 280,0 0,0 
Após liofilizar 10 276,3 1 
Seco a 300C 7,6 223,8 19 
Seco a 400C 5,6 157,5 43 
Seco a 500C 4,2 110,52 60 
a) U/gss- Unidades de atividade por grama de substrato seco . 
 
Analisando-se a Tabela 17, verifica-se que a secagem em estufa causa 
perda de atividade enzimática mesmo a 30ºC (20%, contra 1% do liofilizado). Como 
o teor final de umidade também decresce proporcionalmente com o aumento da 
temperatura de secagem, pode-se sugerir que este teor de água final estaria ligado 
à manutenção da atividade atividade enzimática. Outros experimentos reduzindo-se 
 89
 
o tempo de secagem para levar o teor de umidade a 10% são sugeridos para avaliar 
o efeito do teor final de umidade na estabilidade da enzima.  
Para a síntese do éster utilizou-se o sólido fermentado seco no liofilizador e 
em estufa a 300C. O éster foi produzido nas condições reacionais otimizadas 
anteriormente: 200 rpm, RM 1:5, temperatura de 370C (284,8 U/gss, correspondendo 
a 10,0 g de substrato fermentado e seco) em 60 mL de n-heptano.  
Os resultados estão mostrados na Figura 20. 





















Tempo de reação (min)
 
Figura 20. Cinética de biossíntese do oleato de etila utilizando a adição direta do sólido 
fermentado (FSG), contendo a lipase de Burkholderia cepacia produzida por FES, seco no 
liofilizador (--) e em estufa a 300C (--). Condições: 60 mL de n-heptano, 10,0 g do 




Verificou-se que foi possível produzir o éster com o sólido seco em estufa, 
mas com um rendimento menor do que o obtido para o sólido liofilizado - 76 % e     
96 %, respectivamente. Foi verificado através destes experimentos que existe a 
possibilidade de substituir a etapa de liofilização pela secagem em estufa, um 
procedimento mais barato e de maior interesse industrial. 
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5.6.1.7. Reutilização do Material Fermentado 
 
Estudou-se a possibilidade de reutilização do sólido fermentado para a 
síntese do oleato de etila. Para tanto, o sólido liofilizado foi sucessivamente utilizado 
na síntese do éster, lavado com n-heptano, filtrado e reutilizado na mesma reação. 
Esse procedimento foi repetido por 14 vezes em um período de 60 dias utilizando a 
mesma amostra do biocatalisador. A cada vez que essa amostra foi reutilizada, ela 
foi pesada e o volume solvente e dos reagentes da reação foram corrigidos para um 
valor proporcional à quantidade do biocatalisador, visto que ocorrem pequenas 
perdas do material no processo de recuperação. Nos intervalos das reações o sólido 
foi mantido a 4ºC. 






















Número de utilizações do biocatalisador
 
Figura 21. Variação na conversão do oleato de etila em função do número de utilizações do 
biocatalisador da mesma amostra do sólido fermentado contendo a lipase de Burkholderia 
cepacia. Condições: 60 mL de n-heptano, 10,0 g do substrato fermentado liofilizado, 
284,8U/gss (2618 Unidades Totais, U), e RM (ácido:álcool)1:5, 370C. 
 
 
O controle (conforme descrito em 4.8.1.7, Materiais e Métodos) demonstrou 
 91
 
que após 60 dias de armazenamento, a lipase imobilizada no FSG ainda retinha 
99% de atividade frente à reação de síntese do oleato de etila.  
O sólido fermentado foi utilizado por 10 vezes para essa reação (Figura 21), 
mantendo o rendimento de 97%, e somente na 14a utilização atingiu seu tempo de 
meia vida, isto é, 50% da sua atividade original. Como não existem trabalhos na 
literatura que reportam a reutilização do sólido fermentado, a comparação destes 
resultados somente é possível com os resultados obtidos para lipases imobilizadas. 
Por exemplo, um resultado semelhante foi obtido por nosso grupo (resultados ainda 
não publicados, Salum et al., 2006) para a mesma lipase produzida por FS e 
imobilizada no suporte hidrofóbico Accurel. Neste caso, foram obtidos 100% de 
conversão em éster e a enzima imobilizada pode ser utilizada por 11 vezes sem 
perda de atividade; o tempo de meia vida foi atingido após 24 vezes de reutilização.   
 
5.7. DISCUSSÃO DOS RESULTADOS DE SÍNTESE DO OLEATO DE ETILA 
CATALISADA PELO SÓLIDO FERMENTADO 
 
Os resultados reportados na literatura sobre síntese de ésteres em meio 
orgânico utilizando lipases são variados, muitos deles com tempos de reação 
superiores aos obtidos neste trabalho. Krishna et al. (2001), estudaram a reação de 
esterificação do acetato de isoamila (400C) em um sistema de micelas reversas (n-
heptano), utilizando como catalisador da reação uma lipase produzida por 
Rhizomucor miehei. Obtiveram um rendimento de 95 % após 72 h de reação; 
Alvarez-Macarie e Baratti (2000) estudaram a reação de esterificação do caproato 
de etila (450C) em um sistema de micelas reversas (n-heptano), utilizando uma 
esterase produzida por Bacillus licheniformis e obtiveram um rendimento de 95 % 
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após 168 h de reação; Rao et al. (1991) estudaram a reação de esterificação do 
palmitato de butila em um sistema de micelas reversas (isooctano), utilizando como 
uma lipase produzida por Candida cylindracea e obtiveram um rendimento entre 95-
100 % após um tempo entre 120-200 h de reação.  
Por outro lado, outros pesquisadores reportaram tempos de reação bastante 
reduzidos: Fernandes et al. (2004) estudaram a síntese do laurato de etila (300C) em 
um sistema de micelas reversas (isooctano), utilizando uma lipase de Thermomyces 
lanuginosa e obtiveram um rendimento de 92 % após 1 h de reação. Baron et al. 
(2005) realizaram um estudo comparativo de síntese do oleato de n-butila (utilizando 
uma lipase de Penicillium coryophilum) em dois sistemas (370C): sistemas macro-
heterogêneos (enzima liofilizada e imobilizada) e micro-heterogêneos (sistema de 
micelas reversas). Na síntese utilizando a preparação enzimática liofilizada, 
obtiveram um rendimento de 100 % após 48 h de reação, com a enzima imobilizada 
o rendimento foi menor, sendo de apenas 9 % após 9 h de reação. O melhor 
resultado foi obtido com o sistema de micelas reversas (heptano), 100 % de 
rendimento após 12 de reação. Salis et al. (2005) estudaram a síntese de oleato de 
butila (400C) utilizando lipases comerciais imobilizadas e obtiveram 100 % de 
rendimento após 6 h de reação. 
A comparação com outros trabalhos que utilizaram lipases produzidas por P. 
cepacia mostra que os resultados obtidos no presente trabalho são melhores do que 
a maioria reportada na literatura e outros microrganismos, em termos de rendimento, 
tempo necessário para obtenção do rendimento máximo e número de reutilizações. 
Por exemplo, Ghamgui et al (2006) estudaram a reutilização da lipase de 
Staphylococcus simulans imobilizada em CaCO3. A porcentagem de conversão do 
éster foi estável até 4 reutilizações e a enzima apresentou 50% de sua atividade 
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inicial após ser utilizada por 7 vezes. Bai et al (2006) utilizaram a lipase de Candida 
rugosa (Sigma) imobilizada em nanopartículas magnéticas, na síntese do (±) mentol; 
neste caso, o rendimento foi de 96% após 2,5 h de reação e a enzima perdeu 50% 
de sua atividade após 8 reutilizações. Silva e Jesus (2003) reportaram um 
rendimento de 85% após 48 h de síntese do laurato de butila, catalisada pela lipase 
de P. cepacia imobilizada em crisotila, enquanto Vacek et al (2000) obtiveram um 
rendimento de somente 20% para a síntese do linoleato de butila para a mesma 
enzima imobilizada em isooctano saturado com água. Dave e Madamwar (2006) 
estudaram a imobilização da lipase de C. rugosa (Sigma) no polímero de PVA–
alginato–ácido bórico e observaram um aumento de 43% no rendimento de 
esterificação do hexanoato de etila após a imobilização. Ghamgui et al (2004) 
reportaram um rendimento máximo de 73% (após 100 min) para a síntese do oleato 
de butila e 64% (após 8 h) para a síntese do acetato de isoamila, utlizando um 
extrato bruto de Rhizopus oryzae imobilizado em CaCO3.  
Os resultados obtidos neste trabalho poderiam ser parcialmente atribuídos à 
estabilidade da lipase de B. cepacia LTEB1. Experimentos prévios realizados no 
LTEB, incubando-se a enzima por 1 h em diferentes solventes, mostraram que nos 
solventes polares estudados (etanol, isopropanol, acetona), a enzima apresentou 
ativação até a proporção de 80% (solvente: água), sendo a maior ativação em etanol 
(v/v) (atividade residual de 195% ± 23). Com 100% de solvente a atividade 
decresceu para todos os solventes, com exceção do isopropanol (atividade residual 
de 97% ± 18). Com os solventes pouco polares (butanol) e apolares a 100% (v/v) 
(tolueno, n-hexano, n-heptano e isooctano), a enzima apresentou maior ativação em 
n-heptano (atividade residual de 121% ± 6) e somente em isooctano não houve 
ativação (Lima, 2004 a,b).  
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5.8. Validação dos resultados de síntese por CLAE e por RMN de 1H 
 
As reações de esterificação do oleato de etila foram acompanhadas sempre 
pelo método espectrofotométrico de Lowry-Tinsley (1976), que mede ácidos graxos 
livres no meio reacional. Além deste método, o éster produzido foi analisado por 
CLAE e por RMN de 1H, permitindo assim a análise qualitativa e quantitativa do éster 
produzido. 
 
5.8.1. Análise do Éster por Cromatografia Líquida de Alta Eficiência (CLAE)  
 
O objetivo desta análise cromatográfica foi confirmar a conversão do ácido 
oléico em oleato de etila, que foi quantificada pelo método espectrométrico (Lowry-
Tinsley, 1976) como sendo 96,2 % ± 1,5 (Figura 19, ítem 5.6.1.5).  Para tanto, a 
síntese do oleato de etila foi realizada utilizando-se o sólido fermentado, conforme 
otimizado nos experimentos anteriores. Após 180 min, quando a reação atingiu o 
equilíbrio, todo o volume reacional contido no Erlenmeyer foi centrifugado e 
posteriormente purificado (4.8.1.8, Materiais e Métodos).  
As amostras foram analisadas contra um padrão comercial de oleato de etila 
e simultaneamente por Lowry-Tynsley (1976). 
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Figura 22. Cromatograma da amostra resultante da esterificação do oleato de etila em n-
heptano catalisada pelo sólido fermentado contendo a lipase de Burkholderia cepacia 
presente (FSG). Condições: 60 mL de n-heptano, 9,19 g do substrato fermentado liofilizado, 
284,8U/gss (2618 Unidades Totais, U), e RM (ácido:álcool)1:5, 370C. CLAE: fase móvel 
acetonitrila: acetona (9:1), eluição isocrática a 0,9 mL/min, 350C e detector de índice de 
refração.    
 
 
O cromatograma mostrado na Figura 22 revelou um pico em 8 min referente 
ao ácido oléico remanescente e um pico em 10 min correspondente ao éster oleato 
de etila. A conversão em éster obtida por CLAE foi menor (84,7 %) do que aquela 
obtida pelo método de Lowry-Tinsley (96,2 % ± 1,5). Isto pode ser devido a perdas 
durante o processo de isolamento e purificação da amostra.  
 
5.8.2. Análise do Éster pelo Método Espectroscópico (RMN de 1H) 
 
A espectroscopia de RMN de 1H foi utilizada com o propósito de confirmar a 
síntese do éster etílico produzido pela adição direta do substrato (FSG) fermentado 





observar a evolução da reação de síntese do oleato de etila através do 
desaparecimento de sinais característicos dos hidrogênios do ácido oléico ao longo 
do tempo, uma vez que, no início da reação apenas estes sinais são observados, e 
aparecimento dos sinais característicos dos ésteres. Portanto, para fins 
comparativos, foi necessário obter os espectros de RMN de 1H do ácido oléico e do 
éster etílico produzido na reação de esterificação. Os espectros de RMN de 1H, 
obtidos em clorofórmio deuterado (CDCl3), tiveram o número relativo de hidrogênios 
calculado em cada grupo baseando-se na integração dos hidrogênios metilênicos 
entre 4,05 e 4,40 ppm. 
Segundo Kiran e Divakar (2001), a região de –CH-O- entre 4,03 e 5,18 ppm 
confirma a formação de éster. Comparando-se o espectro de RMN de 1H do ácido 
oléico (Figura 23) com o éster (Figura 24), verificamos a presença de um quarteto na 
região de 4,05 a 4,25 ppm somente no éster. Este quarteto está relacionado com o 
acoplamento dos hidrogênios metilênicos da etoxíla (éster) com os hidrogênios do 
grupo metila, confirmando a presença do éster na amostra analisada, ou seja, que 





























Figura 23. Espectro de RMN-1H do ácido oléico evidenciando a ausência dos sinais na 






















Figura 24. Espectro de RMN-1H do oleato de etila produzido por esterificação enzimática 















Os estudos realizados no presente trabalho permitiram concluir que:  
 
(1) Estudos de produção da lipase de B. cepacia por FES 
 O melhor substrato para a produção da enzima foi o farelo de girassol, 
apresentando uma atividade de 240 U/gss após 72 h de cultura. Entretanto, um 
resíduo agroindustrial, a torta de milho, embora com uma atividade menor (110 
U/gss), também se mostrou viável.  
 As melhores condições de fermentação foram 55 % de umidade e 29°C para 
ambos os substratos (FSG e TM). 
 
(2) Caracterização do extrato lipolítico 
 O extrato lipolítico teve a sua atividade lipásica confirmada pelos substratos 
trioleína, tricaprilina e tributirina, mostrando atividade diretamente proporcional 
ao aumento da cadeia do triacilgligerol. 
 
(3) Caracterização e estabilidade do sólido fermentado 
 O sólido fermentado mostrou-se estável à liofilização e à delipidação. Manteve 
sua atividade por até 90 dias de armazenamento a 4º C. Perdeu 20 % de 







(4) Estudos de Biocatálise 
 
(i) Por adição direta do sólido fermentado 
 Foi possível a síntese do oleto de etila por adição do sólido fermentado ao meio 
reacional, com ambos os substratos de fermentação (FSG e TM). 
 A delipidação do material sólido não teve efeito significativo no rendimento da 
reação. 
 A secagem do material em estufa causou um decréscimo no rendimento de 
esterificação.  
 As melhores condições para a produção do éster otimizadas por delineamento 
fatorial 23, foram 37°C, RM 1:5, 60 Unidades de atividade lipolítica adicionada, 
com rendimento de 94% em 18 h de reação. 
 Foram obtidos altos rendimentos na síntese do oleato de etila com adição direta 
do substrato fermentado quando comparado com a enzima livre: adição direta 
da torta de milho (94 % de conversão após 18 h de reação) e farelo de girassol 
(76% de conversão após 8 h de reação); enzima livre (63% ± 4,0, após 12 h de 
reação). 
 O sólido fermentado foi utilizado por 10 vezes sem perda da atividade de 
esterificação e somente na 14a utilização atingiu seu tempo de meia vida. 
 O tempo de reação para obter-se a máxima conversão em éster foi reduzido 
para 3 h pelo aumento da quantidade de enzima adicionada ao meio reacional. 
 A produção do éster oleato de etila foi confirmada pelos métodos 





Este trabalho demonstrou a viabilidade da produção de lipases por B. 
cepacia em FES, utilizando substratos baratos e resíduos agroindustriais e sua 
utilização em biocatálise em solventes orgânicos.  
Os resultados apresentados neste trabalho são originais em dois aspectos 
fundamentais: (1) na produção de lipases por FES usando uma bactéria e (2) na 
utilização do sólido fermentado contendo a enzima diretamente no meio reacional. 
Foram otimizados os meios e as condições de cultura para a produção da enzima e 
também as condições de síntese de um éster relativamente simples como o oleato 
de etila. Este éster poderá ser aplicado, no futuro, em outras reações para geração 
de produtos de interesse estratégico, como o biodiesel, e de produtos de alto valor 
agregado, como compostos enantiomericamente puros, obtidos, por exemplo, pela 
resolução de misturas racêmicas.  A maior viabilidade econômica dos processos da 
adição direta do sólido fermentado em biocatálise em relação a outras preparações 
enzimáticas, que envolvem extração, e por vezes purificação e imobilização em 
suportes inertes, é uma das maiores vantagens do processo de biocatálise aqui 
apresentado. Os resultados abrem, portanto, novas perspectivas de utilização de 












7. PERSPECTIVAS FUTURAS 
 
Este é um trabalho pioneiro, que abre muitas novas perspectivas. Trabalhos 
futuros poderão abordar temas como, por exemplo: 
• Estudo comparativo da capacidade de síntese da lipase de B. cepacia, 
produzida por FES, utilizando-se a adição direta do sólido fermentado em 
batelada alimentada, a enzima livre e a enzima imobilizada em suportes 
hidrofóbicos, em reações de transesterificação, para a produção de compostos 
de alto valor agregado, como o biodiesel. 
• Otimizar a reação de transesterificação enzimática do óleo de girassol ou óleo 
de milho através dos seguintes parâmetros: quantidade de biocatalisador, 
tempo de reação para obter a conversão do óleo em éster, temperatura, Razão 
Molar (óleo/etanol) e reutilização do biocatalisador. 
• Após otimizadas as condições anteriores, estudar a capacidade de síntese da 
lipase, em reações de transesterificação livre de solvente orgânico, para a 
produção do biodiesel. 
• Empregar métodos de análise instrumental, tais como Infravermelho, CLAE e 
RMN-1H, para a caracterização dos ésteres produzidos (ésteres do biodiesel). 
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